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Die Inzidenz von erblichen Muskelerkrankungen stellt einen wichtigen Bestandteil der
heutigen medizinischen Forschung dar. Die Möglichkeiten genetische Dispositionen im
humanen sowie anderen Vertebratensystemen genauer zu untersuchen sind begrenzt. Aus
diesem Grund ist die Taufliege Drosophila melanogaster ein idealer Modellorganismus,
der dazu beitragen kann die Grundlagen von konservierten Prozessen, die zum Beispiel
die Muskelentwicklung betreffen, aufzuschlüsseln. Dabei besteht eine wichtige Parallele
zwischen Drosophila und höher entwickelten Organismen darin, dass in beiden Fällen
die Muskulatur einen synzytialen Aufbau vorweist, und jeder Muskel durch seine Grö-
ße, Lage, Form und Anhaftung genau identifiziert werden kann. Die Entwicklung dieses
spezifischen Muskelplans hängt von einer Reihe zellulärer Ereignisse ab, die unter ande-
rem Zellfusion, Migration und Anhaftung beinhalten. Diese Prozesse, die während der
Entwicklung genau aufeinander abgestimmt sein müssen, werden im Folgenden näher
erläutert.
1.1 Die Entwicklung der Muskulatur in Drosophila
melanogaster
1.1.1 Die Differenzierung des Mesoderms
Das Mesoderm von Drosophila entsteht aus den ventral lokalisierten Zellen des Em-
bryos während des Blastodermstadiums. Mit Einsetzen der Gastrulation invaginieren
diese ventralen Zellen und migrieren in dorsale Richtung, so dass sie sich unterhalb des
Ektoderms befinden. Die Unterteilung des Mesoderms in seine verschiedenen Deriva-
te wie Herz, Fettkörper, sowie viszerale und somatische Muskulatur beginnt während
der Rückbildung des Keimstreifens und ist von dem räumlich variierenden Expressions-
muster des Transkriptionsfaktors Twist (Twi) abhängig. Aus Bereichen mit hoher Twist-
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Konzentration entwickelt sich die somatische Muskulatur und der Fettkörper, während
aus den Bereichen mit niedriger Twist-Konzentration die viszerale Muskulatur und das
Herz hervorgehen (Baylies und Bate, 1996; Michelson, 1996; Taylor, 1996).
Verschiedene intrinsische sowie extrinsische Faktoren sind für die präzise Unterteilung
des Mesoderms entlang der dorso-ventralen und anterior-posterioren Achse verantwort-
lich. Das Ektoderm sezerniert dabei Decapentaplegic (Dpp), ein Mitglied der transfor-
mierenden Wachstumsfaktorfamile β (TGF-β). Dpp wirkt auf die am weitesten dorsal
lokalisierten Zellen im Mesoderm und ist für die kontinuierliche Aufrechterhaltung der
Expression des Homeobox-Gens tinman (tin) in diesen Zellen verantwortlich (Xu et al.,
1998). Gleichzeitig reprimiert Dpp die Expression von ventral exprimierten Genen wie
pox meso (Baylies et al., 1998). Tin seinerseits aktiviert die Differenzierung der dor-
salen Strukturen der somatischen Muskulatur, sowie die Differenzierung der viszeralen
Muskulatur und des Herzens (Azpiazu und Frasch, 1993; Bodmer, 1993). Gleichzeitig
induziert es die Transkription eines zweiten Homeobox-Gens, bagpipe (bap), das für die
Differenzierung der viszeralen Muskulatur notwendig ist (Azpiazu und Frasch, 1993).
Parallel zur dorso-ventralen Unterteilung des Mesoderms findet auch die Unterteilung in
anterior-posteriore Bereiche statt, die größtenteils durch intrinsische Signale beeinflusst
wird. Die Unterteilung des Mesoderms in anterior-posteriore Bereiche wird durch die
Segmentierungsgene even-skipped (eve) (Azpiazu et al., 1996) und sloppy-paired (slp)
(Riechmann et al., 1997) vermittelt. Die Expression dieser beiden Gene unterteilt das
Mesoderm in zwei Domänen, aus denen verschiedene Vorläuferzellpopulationen hervor-
gehen (Abb. 1.1). So differenzieren sich die Eve exprimierenden Zellen im anterioren Teil
eines Parasegments zu Zellen des viszeralen Mesoderms und des Fettkörpers, während
die Slp exprimierenden Zellen im posterioren Teil sich zu somatischer Muskulatur und
Herz entwickeln (Abb. 1.1)(Azpiazu und Frasch, 1993; Azpiazu et al., 1996; Riechmann
et al., 1997).
Des Weiteren induziert die Expression von Eve und Slp die Aktivierung der Segment-
polaritätsgene wingless (wg), hedgehog (hh) und engrailed (en), die sowohl im Mesoderm
als auch im Ektoderm vorkommen. Hedgehog und Engrailed, die im anterioren Bereich
der Eve-Domäne exprimiert werden, sind für die Entwicklung der dort angelegten Me-
sodermderivate verantwortlich (Lawrence et al., 1994; Riechmann et al., 1997), während
Wingless im posterioren Bereich der Slp-Domäne exprimiert wird (Abb. 1.1). Hedgehog
induziert die Aktivität von bagpipe und serpent in der Eve-Domäne , während Wingless
diese Gene in der Slp-Domäne reprimiert. Die Expression von Serpent determiniert da-
bei die Zellen der Eve-Domäne, aus denen später der Fettkörper hervorgeht. Die hohe
Twist-Expression im ventralen Bereich der Slp-Domäne führt dazu, dass aus diesen Zel-
len die somatische Muskulatur entsteht, während im dorsalen Bereich das Primordium
für das Herz angelegt wird (Azpiazu et al., 1996; Riechmann et al., 1997).
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1.1 Die Entwicklung der Muskulatur in Drosophila melanogaster
In Abbildung 1.1 sind die oben beschriebenen Verteilungen der das mesodermspezifizie-
renden Faktoren von Drosophila schematisch dargestellt.
Abb. 1.1: Unterteilung des Mesoderms in die verschiedenen Anlagen. Die Zellen des
Mesoderms werden durch eine Reihe von extrinsischen (Dpp, Hh, En, Wg) und intrinsischen (Eve,
Slp) Signalen in unterschiedliche Bereiche unterteilt. Aus diesen gehen die diversen Mesodermderivate
wie viszerales Mesoderm, Fettkörper, Herz, somatisches Mesoderm und Gonaden hervor (erstellt nach
Riechmann et al., 1997). PS = Parasegment.
1.1.2 Die Entwicklung der somatischen Muskulatur
Am Ende der Embryonalentwicklung besteht die somatische Muskulatur von Drosophila
melanogaster aus einem komplexen Muster von 30 verschiedenen Muskeln je abdomina-
lem Hemisegment. Dabei ist jeder Muskel durch seine individuelle Größe, Form, Aus-
richtung und epidermale Anhaftungsstelle genau definiert (siehe Abb. 7.2) (Bate, 1990;
Beckett und Baylies, 2006).
Nach der Twist-induzierten Spezifizierung des somatischen Mesoderms sind somit weitere
Signale erforderlich, die die Identität der einzelnen Muskeln definieren. In den Domänen
mit hoher Twist-Expression wird durch das Zusammenspiel der Faktoren Wg und Dpp
in der Anlage des somatischen Mesoderms das proneurale Gen lethal of scute (l ′sc)
aktiviert, das für einen „basic helix-loop helix“ (bHLH) Transkriptionsfaktor kodiert
(Carmena et al., 1995, 1998). Durch die Aktivierung des Ras-Signalwegs über Heart-
3
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less (Htl) und dem Drosophila epidermalen Wachstumsfaktor-Rezeptor (DER) (Buff et
al., 1998; Frasch, 1999) wird die Expression von L′sc auf eine definierte Zellgruppe be-
schränkt (Abb. 1.2, Schritt 1) (Rusconi und Corbin, 1998, Brennan et al., 1999). Aus
dieser Zellgruppe wird durch den Prozess der Notch- und Delta-vermittelten lateralen
Inhibition eine Zelle selektiert, auf die sich die L′sc Expression konzentriert und sie so
zu einer Muskelvorläuferzelle determiniert (Abb. 1.2, Schritt 2), während die Expression
in den restlichen Zellen rückläufig ist (Carmena et al., 1995, Baylies et al., 1998). Dieser
Prozess ist vergleichbar mit der Spezifikation der Neuroblasten im zentralen Nerven-
system.
Nach ihrer Determinierung teilt sich die Vorläuferzelle asymmetrisch in zwei Muskel-
gründerzellen, die die individuelle Identität eines jeden Muskels festlegen, oder in eine
Muskelgründerzelle und eine Vorläuferzelle für die adulten Muskeln (AP) (Abb. 1.2,
Schritt 3) (Ruiz-Gomez und Bate, 1997). Bei der asymmetrischen Zellteilung findet eine
ungleichmäßige Verteilung von bestimmten Faktoren auf die Tochterzellen statt. Für die-
sen Prozess ist zum einen eine Zellpolarität verantwortlich, die durch ungleiche Verteilung
von zellulären Faktoren entsteht, und zum anderen eine spezifisch ausgerichtete Teilungs-
achse, die für die Verteilung dieser Faktoren sorgt. Eine Schlüsselrolle spielen hierbei die
Proteine Inscuteable und Numb (Abb. 1.2). Inscuteable, ein Zytoskelett-Adapterprotein
mit SH3-Bindestelle, ist für die Orientierung des Spindelapparates und damit für die
Verteilung des Membran-assoziierten Proteins Numb verantwortlich, das sich nach der
Zellteilung in nur einer der beiden Tochterzellen befindet (Baylies et al., 1998; Schnor-
rer und Dickson, 2004). In der entsprechenden Tochterzelle interagiert Numb über ein
Phosphotyrosin-Bindemotiv mit Notch und blockiert so die Notch-Signalkaskade. Diese
Inhibition führt dazu, dass die Transkription bestimmter Gene blockiert ist. Im Gegen-
satz dazu werden diese Gene in der zweiten Tochterzelle transkribiert, da dort Numb fehlt
und so die Notch-Signalkaskade nicht unterbrochen ist (Paululat et al., 1999; Schnor-
rer und Dickson, 2004). Auf diese Weise wird in den Muskelgründerzellen eine cha-
rakteristische Kombination von spezifischen Transkriptionsfaktoren, den sogenannten
„Muskelidentitätsgenen“ eingeschaltet. Zu diesen Identitätsgenen zählen zum Beispiel
krüppel, slouch (S59), apterous, ladybird, vestigial, muscle-specific homeobox (msh), nau-
tilus, oder even-skipped (Beckett und Baylies, 2006). Bestätigt wurde diese sogenannte
„Muskelgründerzell-Hypothese“ durch Mutantenanalysen. In den Mutanten von numb
und inscuteable findet keine asymmetrische Zellteilung der Muskelvorläuferzellen statt.
Dies führt dazu, dass beide Tochterzellen die gleichen Muskelidentitätsgene exprimieren,
wodurch zwei identische Muskeln entstehen (Ruiz-Gomez und Bate, 1997).
Die umliegenden Mesodermzellen, die keine Spezifikation zur Muskelgründerzelle erfah-
ren haben, bilden die Zellpopulation der sogenannten fusionskompetenten Myoblasten
(FCMs). Fusionskompetente Myoblasten sind naive Zellen, die bei der Spezifizierung der
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Muskeln keine Rolle spielen. Zu Beginn der Myoblastenfusion fusionieren ein bis drei
fusionskompetente Myoblasten mit einer Muskelgründerzelle. Bei diesem Prozess über-
trägt die Muskelgründerzelle ihre Identität an die fusionierenden Zellen und es entsteht
eine synzytiale Muskelvorläuferzelle. Diese Muskelvorläuferzelle ist die erste Stufe bei
der Entstehung des reifen Muskels und ihre Position spiegelt seine endgültige Lage und
Identität wieder (Abb. 1.2, Schritt 4). Durch weitere Fusionen mit umliegenden fusions-
kompetenten Myoblasten entstehen elongierte Myotuben, die an ihre Ansatzstellen in der
Epidermis oder untereinander inserieren, und somit den ausdifferenzierten synzytialen
Muskel repräsentieren (Bate, 1990; Beckett und Baylies, 2006).
Abb. 1.2: Die verschiedenen Schritte zur Bildung der somatischen Muskulatur von
Drosophila melanogaster. Das Schema eines Embryos im Stadium 10 zeigt die Regionen hoher
Twist-Expression (blau), aus denen die somatische Muskulatur hervorgeht. (1) Durch die Expression des
proneuralen Gens lethal of scute (l’sc) erhalten einzelne mesodermale Zellen (dunkelblau) die Fähigkeit
sich zu Muskelgründerzellen zu entwickeln. (2) Die N/Dl-vermittelte laterale Inhibition spezifiziert aus
dieser Zellpopulation einzelne Zellen zu Muskelvorläuferzellen (P). (3) Aus diesen entstehen durch asym-
metrische Zellteilung, vermittelt durch numb und inscuteable, entweder zwei Muskelgründerzellen (A, B),
oder eine Muskelgründerzelle und eine adulte Vorläuferzelle (AP). Die restlichen Zellen differenzieren sich
zu fusionskompetenten Myoblasten (grau). (4) Jede Muskelgründerzelle ist durch ein bestimmtes Set an
Transkriptionsfaktoren gekennzeichnet, dass die Identität eines jeden Muskels festlegt, der durch Fusion
von fusionskompetenten Myoblasten mit der Muskelgründerzelle hervorgeht. N = Notch; Dl = Delta;
MEF2 = myocyte enhancing factor 2; mbc = myoblast city (modifiziert nach Baylies et al., 1998).
1.1.3 Die zellulären Aspekte der Myoblastenfusion
Nach Determinierung der Muskelidentitäten leiten die Muskelgründerzellen den Fusions-
prozess ein, indem sie fusionskompetente Myoblasten anziehen und mit ihnen fusionieren,
bis sie ihre definierte Muskelgröße (4 bis 25 Kerne) erreicht haben. Dabei verläuft der
Fusionsprozess in zwei Schritten. Im ersten Schritt fusionieren die Muskelgründerzellen
mit den sie umgebenden fusionskompetenten Myoblasten, wobei mehrkernige Muskelvor-
läuferzellen entstehen. Diese Muskelvorläuferzellen reifen dann in einem zweiten Schritt,
bei dem weitere fusionskompetente Myoblasten mit der Vorläuferzelle fusionieren, zu
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den fertigen Muskeln heran (Rau et al., 2001; Abmayr et al., 2003). Diesen zweistufigen
Fusionsprozess findet man auch bei der Myogenese von Vertebraten, wie anhand von Zell-
kulturexperimenten an Mauszellen gezeigt werden konnte (Horsley und Pavlath, 2004).
Voraussetzung für die Fusion zwischen Muskelgründerzelle und fusionskompetenten Myo-
blasten ist die Erkennung der beiden Zelltypen untereinander. Dieser erste Schritt wird
durch Proteine der Immunglobulin-Superfamilie vermittelt (Abb. 1.3). Hierzu zählen:
Dumbfounded (Ruiz-Gomez et al., 2000), Roughest (Strünklenberg et al., 2001), Sticks
and Stones (Bour et al., 2000) und Hibris (Artero et al., 2001). Alle diese genannten
Transmembranproteine weisen eine ähnliche Domänenstruktur auf. Sie besitzen lange
extrazelluläre Domänen, die aus einer Reihe von Ig-Domänen bestehen, sowie kürzere
intrazelluläre Domänen, die für das Signalling benötigt werden (siehe 1.3.1).
Essentiell für die Adhäsion zwischen den Muskelgründerzellen und den fusionskompe-
tenten Myoblasten sind die Faktoren Dumbfounded (Duf) auf Seiten der Muskelgrün-
derzelle, und Sticks and Stones (Sns) auf Seiten der fusionskompetenten Myoblasten
(Abb. 1.3). Interaktionsanalysen an Drosophila Schneider-Zellen haben gezeigt, dass Sns
der Ligand von Duf ist, und so wahrscheinlich den ersten Kontakt zwischen Muskel-
gründerzelle und fusionskompetentem Myoblasten vermittelt (Abb. 1.3). Des Weiteren
konnte eine Interaktion zwischen Sns und Roughest (Rst) gezeigt werden, die die ver-
mutete Redundanz zwischen Duf und Rst bestätigt (Galletta et al., 2004). Ein weiteres
Protein aus der Immunglobulin-Superfamilie ist Hibris (Hbs). Hbs wird ausschließlich in
den fusionskompetenten Myoblasten exprimiert (Abb. 1.3). Genetische Studien deuten
darauf hin, dass Hbs einen antagonistischen Effekt auf Sns ausübt, und so als Regulator
der Myoblastenfusion agiert (Artero et al., 2001).
Nach diesen ersten Schritten der Zell-Zellerkennung und Zelladhäsion zwischen Muskel-
gründerzelle und fusionskompetenten Myoblasten müssen in beiden Zelltypen weitere
komplexe Vorgänge ablaufen, die die Neuordnung des Zytoskeletts beinhalten, bis die
Fusion endgültig abgeschlossen ist. Einige Faktoren, die an diesen komplexen Vorgängen
beteiligt sind, konnten in den letzten Jahren identifiziert, und speziell zwei Signalwegen
zugeordnet werden: dem Ants-Mbc-Rac-Signalweg und dem Loner-Arf6-Signalweg (Abb.
1.3).
Bei dem Ants-Mbc-Rac-Signalweg bindet Antisocial (Ants, auch bekannt als Rolling
pepples), das nur von den Muskelgründerzellen exprimiert wird (Chen und Olson, 2004;
Menon und Chia, 2001), an die intrazelluläre Domäne von Duf und wird so zu den
Fusionsstellen in einem Duf-abhängigen Mechanismus rekrutiert (Abb. 1.3). Neben Duf
ist Ants auch in der Lage an das zytoskelettassoziierte Protein Myoblast city (Mbc) zu
binden (Chen und Olson, 2004). Mbc wird sowohl von Muskelgründerzellen als auch
von fusionskompetenten Myoblasten gebildet und weist Homologien zu dem humanen
DOCK180-Protein auf (Abb. 1.3) (Erickson et al., 1997). DOCK180 ist Teil des Guanin-
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nukleotidaustauschfaktors (GEF) für Rac während der Phagozytose (Brugnera et al.,
2002). In Drosophila gibt es zwei Rac-Homologe, Drac1 und Drac2. Sie werden von bei-
den Zelltypen exprimiert und spielen eine entscheidende Rolle bei der Fusion (Luo et
al., 1994; Hakeda-Suzuki et al., 2002). Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass in mbc-
Mutanten die Fusion komplett blockiert ist. Dies deutet darauf hin, dass Mbc für die
ersten Fusionsschritte essentiell ist.
Der zweite, wichtige Signalweg bei den Zellfusionsprozessen ist der Loner-Arf6-Signalweg.
Loner ist ein GEF, der den Guaninnukleotidaustausch der kleinen GTPase Arf6 regu-
liert, die wiederum regulatorisch auf Rac wirkt (Chen et al., 2003). Ähnlich wie Ants
wird Loner zu den künftigen Fusionsstellen in einem Duf-abhängigen Muster rekrutiert
(Abb. 1.3). Da die Lokalisation von Loner und Ants jedoch unabhängig voneinander ist,
wird angenommen, dass die beiden Proteine in parallelen Signalwegen fungieren (Chen
et al., 2003).
Weitere wichtige Faktoren für die Muskeldifferenzierung und Fusion sind DMef2, Lame
duck und Blow. Der Transkriptionsfaktor DMef2 wird in allen somatischen Mesodermzel-
len exprimiert (Muskelgründerzellen und fusionskompetenten Myoblasten) und reguliert
die Expression der oben genannten Faktoren.
Spezifisch in den fusionskompetenten Myoblasten wird Lame duck/Gleefull/Myoblast
incompetent (Lmd/Glee/Minc) exprimiert, ein Transkriptionsfaktor, der die Differenzie-
rung der fusionskompetenten Myoblasten beeinflusst (Furlong et al., 2001; Ruiz-Gomez
et al., 2002).
Das Gen blown fuse (blow) wurde bei einem Screen für Muskelfusionsdefekte identifiziert
(Doberstein et al., 1997). Blow wird in den Muskelgründerzellen und den fusionskompe-
tenten Myoblasten gebildet und ist zytoplasmatisch lokalisiert. Über die Funktion von
Blow ist wenig bekannt. Erste Untersuchungen deuten darauf hin, dass es an der Um-
gestaltung des Zytoskeletts während des Fusionsprozesses beteiligt ist (Schröter et al.,
2004).
Zwei weitere Faktoren, die ebenfalls bei der Reorganisation des Zytoskeletts beteiligt sind
und in beiden Zelltypen vorkommen, sind D-Titin und Paramyosin (Beckett und Baylies,
2006). Abbildung 1.3 gibt schematisch die bei dem Prozess der Myoblastenfusion betei-




Abb. 1.3: Modell der Myoblastenfusion in Drosophila melanogaster. Die Spezifität der
Muskelgründerzelle (hellblau) wird durch die Identitätsgene im Kern festgelegt. Die fusionskompetenten
Myoblasten (grau) werden durch den Transkripitonsfaktor Lmd/Minc/Glee spezifiziert. Dmef2 wird
sowohl für die Spezifizierung der Gründerzelle als auch der fusionskompetenten Myoblasten benötigt. Die
Ig-Domänenproteine Duf (Rst) und Sns vermitteln die Zellerkennung. In den Muskelgründerzellen werden
dadurch zwei Signalwege parallel aktiviert: der Ants-Mbc-Rac-Signalweg und der Loner-Arf6-Signalweg.
Bei dem ersten Signalweg interagiert das zytoplasmatische Protein Ants mit Duf und rekrutiert Mbc,
einen GEF. Mbc aktiviert die kleine GTPase Drac (aktivierte Form durch * gekennzeichnet). Bei dem
zweiten Signalweg rekrutiert Duf Loner, ein GEF, an die Fusionsstelle. Loner aktiviert die kleine GTPase
Arf6 (aktivierte Form durch * gekennzeichnet), die wiederum für die korrekte subzelluläre Lokalisation
von Drac verantwortlich ist. Drac ist für die Reorganisation des Zytoskeletts bei dem Fusionsprozess
verantwortlich, und aktiviert daher wahrscheinlich Paramyosin und D-Titin. In den fusionskompetenten
Myoblasten konnte bis jetzt nur der Ants-Mbc-Signalweg nachgewiesen werden. Blow (Blown fuse) ist
ein weiteres zytoplasmatisches Protein, dass in beiden Zelltypen vorkommt und wahrscheinlich an der
Neuordnung des Zytoskeletts beteiligt ist (modifiziert nach Chen und Olson, 2004).
Nachdem die Muskeln durch Fusion ihre endgültige Größe und Lage erreicht haben,
müssen sie eine Verbindung mit dem Ektoderm herstellen, damit sie ihre Kontraktions-
bewegungen auf das chitinöse Exoskelett übertragen können.
1.2 Die Ausbildung der epidermalen Muskelanhaftungs-
stelle
Die Struktur an der die Muskeln mit dem chitinösen Exoskelett von Drosophila verbun-
den sind, wird epidermale Muskelanhaftungsstelle („muscle attachment site“) genannt.
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Sie besteht aus einer epidermalen Zelle, der Tendonzelle, und den an ihr anhaftenden
Muskeln (Abb. 1.4). Die Differenzierung der Tendonzelle ist ein biphasischer Vorgang,
der sich in eine initiale muskelunabhängige Phase und eine muskelabhängige Phase un-
terteilt (Becker et al., 1997). Der Beginn der Determinierung der Tendonzellvorläufer
wird durch Gene vermittelt, die das gesamte embryonale Ektoderm strukturieren, wie
zum Beispiel patched, wingless, naked und lines (Volk und VĳayRaghavan, 1994). Die
Tendonzellvorläufer sind durch die Expression des frühen Wachstumsfaktor-ähnlichen
(EGR) Transkriptionsfaktors Stripe charakterisiert (Abb. 1.4). Stripe besteht aus einer
dreifachen C-terminalen Zinkfingerdomäne und weist Homologien zu dem EGR1 und
EGR2 in Vertebraten auf (Frommer et al., 1996). Stripe ist ein Schlüsselgen bei der
Tendonzelldifferenzierung. In stripe Mutanten ist die Expression der meisten tendon-
spezifischen Gene, wie alien, delilah, held out wigs (how) und short stop (shot), reduziert.
Des Weiteren weisen diese Embryonen deutliche Defekte in der Wanderungsrichtung der
Muskeln zu ihren epidermalen Anhaftungsstellen auf (Frommer et al., 1996). Daher wird
allgemein angenommen, dass die Tendonzellvorläufer, gekennzeichnet durch die Stripe-
Expression, die Muskelausdehnung, Wanderungsrichtung und den Stopp der weiteren
Filopodienausbildung vermitteln, sobald die Muskeln ihre Zielzelle erreicht haben.
Interessanterweise können eine Reihe von Erkenntnissen, die über die Wanderungs-
richtung auswachsender Neurone während der Neurogenese gewonnen wurden, auf die
Myogenese von Drosophila übertragen werden. Die entsprechenden Faktoren verhalten
sich spezifisch für einzelne Muskeln oder Muskelgruppen und werden in den jeweiligen
Muskeln exprimiert.
Ein solcher, für beide Prozesse gleichsam wichtiger Faktor ist Slit, der Ligand des Robo-
Rezeptors. Mit Hilfe von slit-Mutanten konnte gezeigt werden, dass Slit sowohl in der
frühen als auch späten Phase der Muskelmigration involviert ist. In der frühen Phase
besitzt Slit eine abweisende Funktion, mit der es die ventralen Muskeln davon abhält
über die ventrale Mittellinie zu migrieren (Kidd et al., 1999). Ab Stadium 13 findet
man die Expression von Slit ausschließlich in den Tendonzellvorläufern an den Segment-
grenzen, so dass Slit in der späten Phase der Muskelmigration ein Signal aussendet, dass
den Myotuben den Weg zu ihrer Anhaftungsstelle leitet (Volk, 1999).
Ein weiterer Faktor, der an der Wanderungsrichtung der Muskeln beteiligt ist und auch
eine Funktion bei der Neurogenese erfüllt, ist die atypische Rezeptor-Tyrosin-Kinase
Derailed (Drl). Sie weist neben der Expression im zentralen Nervensystem auch eine
Expression in der Epidermis und den lateralen Transversalmuskeln (LT1-3) auf. In drl-
Mutanten finden die Muskeln häufig nicht ihren Insertionsort und wachsen zu weit nach
ventral aus. Wie Drl diesen Prozess der Muskelmigration steuert ist nicht bekannt. Er-
kenntnisse von Rescue-Experimenten zeigen, dass Drl, genauso wie in den Neuronen, ein
abstoßendes Signal aussendet, wobei der Drl-Ligand die Bereiche definiert, in die die
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Muskeln nicht migrieren sollen (Callahan et al., 1996).
Weitere Komponenten der Extrazellulären Matrix, die auch bei der Neurogenese invol-
viert sind und in den Tendonzellen exprimiert werden, wie M-Spondin, Laminin und
Masquerade, könnten an dem Prozess der Muskelmigration zu ihren Anhaftungsstellen
in der Epidermis beteiligt sein.
Das exakte Zusammenfinden von einem spezifischen Muskel mit seiner Anhaftungsstelle
wird durch positive, muskelabhängige Signale vermittelt. Hierbei ist die Aufrechterhal-
tung der Expression tendon-spezifischer Gene essentiell. Sobald der differenzierte Muskel
seine entsprechende Tendonzelle fast erreicht hat, leitet diese die muskelabhängige Dif-
ferenzierung ein. Dieser Prozess wird durch den Neuregulin-ähnlichen EGFR-Liganden
Vein initiiert (Abb. 1.4). Vein ist der einzige aktivierende Ligand des Drosophila EGF-
Rezeptors, der in einer sekretierten Form produziert wird, und zusätzlich zur EGF-
Domäne eine Immunglobulin (Ig-) ähnliche Domäne besitzt (Schnepp et al., 1996). In
Abwesenheit von Vein oder des Rezeptors ist die Differenzierung der Tendonzelle unvoll-
ständig, und spezifische Gene, die für die Differenzierung der Tendonzelle charakteristisch
sind, fehlen, auch wenn eine physikalische Interaktion zwischen Muskel und Tendonzel-
le besteht (Yarnitzky et al., 1997). Nachdem der Ligand Vein an der Muskel-Tendon-
Junction akkumuliert und an den von der Tendonzelle exprimierten EGF-Rezeptor ge-
bunden hat, findet in der Tendonzelle die endgültige Differenzierung statt. Diese wird
wesentlich durch den Transkriptionsfaktor Stripe bestimmt, dessen Expression durch
den EGF-Signalweg aktiviert und aufrecht erhalten wird. Stripe wiederum ist für die
Aktivierung und Expression von den charakteristischen tendonzellspezifischen Genen,
wie delilah, alien, how, short stop und β1-tubulin, verantwortlich (Abb. 1.4) (Schnorrer
und Dickson, 2004).
Das tendonzellspezifische Gen how spielt bei der endgültigen Tendonzelldifferenzierung
eine wichtige Rolle. How wird sowohl von dem Mesoderm als auch den Tendonzellvor-
läufern gebildet. Es kodiert für zwei mRNA-bindende Proteine, einer langen, nukleären
Form How(L) und einer kurzen nukleären und zytoplasmatischen Form How(S). Die frü-
hen Tendonzellvorläufer exprimieren How(L), das an die stripe mRNA bindet und ihre
Degradation einleitet, wodurch nur wenig Stripe-Protein in den Tendonzellvorläufern
vorhanden ist. Sobald aber mit Hilfe von Vein der EGFR-Signalweg in diesen Zellen
angeschaltet wird, wird die Bildung von How(S) in den entsprechenden Zellen geför-
dert. How(S) unterbindet die Bindung von How(L) an die stripe mRNA, wodurch diese
in den Tendonzellvorläufern stabilisiert wird. Durch den hohen Stripe-Proteingehalt in
den Tendonzellvorläufern beginnen diese nun mit der endgültigen Differenzierung zur
Tendonzelle (Abb. 1.4) (Nabel-Rosen et al., 1999). Die umliegenden Tendonzellvorläufer
verlieren bei diesem Prozess die Fähigkeit zur Differenzierung in eine Tendonzelle, ver-
mutlich durch eine Unterdrückung der Stripe Expression, da in den späten Stadien der
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Embryogenese die Expression von Stripe nur noch in differenzierten Tendonzellen zu
finden ist (Vorbrüggen und Jäckle, 1997).
Abb. 1.4: Struktur der epidermalen Muskelanhaftungsstelle in Drosophila melano-
gaster. Durch die Sezernierung des EGFR-Liganden Vein, der an den von der epidermalen Tendon-
vorläuferzelle gebildeten EGF-Rezeptor bindet, wird in dieser Zelle der EGFR-Signalweg angeschaltet.
Dieser führt zur Aktivierung des Transkriptionsfaktors Stripe, der wiederum für die Expression der ten-
donzellspezifischen Gene wie short stop, alien, delilah und β1-tubulin verantwortlich ist. Die Adhäsion
zwischen Muskel und ausdifferenzierter Tendonzelle wird durch Integrinheterodimere vermittelt. Dabei
exprimieren die Muskeln ein αPS2-βPS-Heterodimer, während auf Seiten der Tendonzelle ein Hetero-
dimer aus αPS1- und βPS-Untereinheit gebildet wird.
Für die endgültige und dauerhafte Anheftung der Muskeln an die Tendonzelle werden
Zelladhäsionsmoleküle benötigt. Die Zelladhäsion wird in diesem Fall durch positions-
spezifische Integrine (PS-Integrine) vermittelt (Abb. 1.4). An diesem Prozess sind zwei
unterschiedliche PS-Integrine beteiligt, die sich als Heterodimere aus einer α- und einer
β-Untereinheit zusammensetzen. Die von den beiden Zelltypen gebildeten Heterodimere
unterscheiden sich nur in ihrer α-Untereinheit, die β-Untereinheit ist in beiden Zelltypen
identisch. So exprimieren die Muskelzellen ein Integrinheterodimer, dass aus αPS2- und
βPS-Integrin besteht, während sich dass von der Tendonzelle aus einer αPS1- und einer
βPS-Untereinheit zusammensetzt (Abb. 1.4). An den Muskelenden sind die terminalen
Z-Scheiben über Aktin-bindende Proteine, wie zum Beispiel α-Aktinin, mit den Integrin-
heterodimeren verbunden. Die Verankerung mit der Extrazellulären Matrix erfolgt über
die Liganden Tiggrin oder Laminin, die ebenfalls eine Verbindung mit den Integrinhetero-
dimeren der Tendonzelle eingehen (Abb. 1.4). Die Verbindung der Integrinheterodimere
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in den Tendonzellen wird durch das zytoskelettassoziierte Protein Short Stop vermittelt
(Brown et al., 2000). Damit die Muskelkraft optimal auf das Exoskelett von Drosophila
übertragen werden kann, ist die Verbindung über die PS-Integrine zur Extrazellulären
Matrix und dem Zytoskelett der Muskel- und Tendonzelle essentiell.
Diese Verbindung zwischen Extrazellulärer Matrix und Zytoskelett stellt einen speziellen
Mechanismus der Zelladhäsion dar. Im Folgenden werden die verschiedenen Zelladhäsions-
mechanismen und daran beteiligten Proteinfamilien näher erläutert.
1.3 Die Zelladhäsion
Als Zelladhäsion bezeichnet man den über Zelladhäsionsmoleküle vermittelten Kontakt
von einer Zelle zu ihrer Nachbarzelle (Zell-Zell-Adhäsion) oder zu Bestandteilen der
Extrazellulären Matrix (Zell-Matrix-Adhäsion).
Die verschiedenen Mechanismen der Zelladhäsion sind sowohl für die Erzeugung und
Aufrechterhaltung von Gewebestrukturen wie die Anhaftung der Muskeln an die Epi-
dermis, als auch für die Regulation von einer Vielzahl von Gewebefunktionen essen-
tiell. Somit kommt der Zelladhäsion eine zentrale Rolle bei Prozessen wie Prolifera-
tion, Differenzierung, Migration und Aggregation zu (Abb. 1.5). Im adulten Organismus
sind Veränderungen in der Zelladhäsion für zahlreiche physiologische Vorgänge wie die
Lymphozytenwanderung und Wundheilung, aber auch bei pathologischen Prozessen wie
Tumorentstehung und -wachstum, sowie Metastasierung verantwortlich (Ruoslathi und
Öbrink, 1996).
Abb. 1.5: Die Rolle der Zelladhäsion bei multizellulären Prozessen. Die Zelladhäsion ist
für die grundlegenden Prozesse wie Proliferation, Differenzierung, Zellwanderung, Mobilität, Apoptose




Da Zelladhäsionsmoleküle nicht nur als mechanisch-dynamische Kontaktelemente wirken,
sondern auch Signale aus der Umgebung aufnehmen und ins Zellinnere weiterleiten kön-
nen, bezeichnet man sie auch als Adhäsionsrezeptoren. Diese Signale beeinflussen ver-
schiedene zentrale Vorgänge in der Zelle, wie Genexpression, Zellzyklus und Apoptose
(Abb. 1.5) (Aplin et al., 1998).
Während die Zell-Matrix-Adhäsion eine wichtige Rolle bei der Migration von Zellen
spielt, sind die Zell-Zell-Adhäsionen essentiell bei der Aggregation von bestimmten Zell-
typen, sowie der Ablösung von Zellen aus einem Zellverband (Segregation und Disper-
sion). Für den korrekten Ablauf der morphogenetischen Vorgänge ist die räumliche und
zeitliche Expression verschiedener Adhäsionsmoleküle entscheidend.
1.3.1 Die verschiedenen Zelladhäsionsmoleküle
In den meisten vielzelligen Organismen wirken zwei Gruppen von Zelladhäsionsmole-
külen; eine davon ist Ca2+-abhängig, die andere nicht, wobei insbesondere die Ca2+-
abhängigen Moleküle für die gewebespezifischen Zell-Zell-Adhäsionen verantwortlich sind.
Die Adhäsionsmoleküle beider Klassen wurden ursprünglich mit Hilfe von Antikörpern
entdeckt, die gegen Zelloberflächenmoleküle gerichtet waren und so die Zell-Zell-Adhäsion
in vitro verhinderten (Alberts et al., 1995).
Die Zelladhäsionsmoleküle sind meist transmembranäre Glykoproteine, die zytoplasma-
tische Domänen unterschiedlichster Länge aufweisen. Einige dieser Moleküle oder be-
stimmte Isoformen besitzen keine zytoplasmatische Domäne, sondern sind über einen
Glykosyl-Phosphatidylinositol (GPI) - Rest in der Membran verankert. Aufgrund der
strukturellen Ähnlichkeiten lassen sich die Zelladhäsionsmoleküle in vier Großfamilien
einteilen: die Cadherine, die Selektine, die Mitglieder der Immunglobulin-Superfamilie
(IgSF) und die Integrine (Aplin et al., 1998).
Die Cadherine
Cadherine sind die wichtigsten Adhäsionsmoleküle die für die Aufrechterhaltung von Ge-
webestrukturen verantwortlich sind. Die meisten Cadherine sind Singlepass-Transmem-
bran-Glykoproteine, die in Abhängigkeit von Ca2+ homophile Adhäsion zwischen Zellen
vermitteln. Die Cadherine werden in die Unterfamilien der klassischen Cadherine, der
Proto-Cadherine und der atypischen Cadherine aufgeteilt. Zu den klassischen Cadherinen
gehören etwa 15 Mitglieder, die nach ihrem Vorkommen in bestimmten Geweben be-
nannt sind: E-Cadherine (epithelial), N-Cadherine (neuronal) und P-Cadherine (plazen-
tal) (Takeichi, 1995). Cadherine findet man in spezialisierten Zellkontaktbereichen, den
Zonula adherens, wo sie über ihre zytoplasmatische Domäne mit intrazellulären Prote-
inen in Wechselwirkung stehen und so eine Verbindung zu dem Aktinzytoskelett her-
stellen (Abb. 1.6). Zu diesen intrazellulären Proteinen, auch Adapterproteine genannt,
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zählen insbesondere die α- und β-Catenine. Neben der Adapterfunktion ist β-Catenin
auch an der Signaltransduktion und Musterbildung beteiligt. Diese Signalweiterleitung
erfolgt über den wingless/WNT-Signalweg und lässt darauf schließen, dass β-Catenin für
die Verbindung von physischer Adhäsion und Signaltransduktion während der Morpho-
genese verantwortlich ist (Gumbiner, 1996). Neben den Zonula adherens findet man die
Cadherine auch in Desmosomen, wo sie intrazellulär über das γ-Catenin (auch Plako-
globin genannt) mit den Intermediärfilamenten verbunden sind (Koch und Franke, 1994).
Abb. 1.6: Der klassische Cadherin-Catenin-Komplex. Die extrazelluläre Domäne besteht
aus fünf extrazellulären Cadherin-Domänen (grün) die Calcium binden (blau). Intrazellulär ist der
Rezeptor mit dem α- (gelb) und β- (rot) Catenin verbunden, dass wiederum mit α-Aktinin (braun)
interagiert und damit die Verbindung zum Aktinzytoskelett herstellt (hellbraun). (modifiziert nach
Aplin et al., 1998).
Die Selektine
Die Familie der Selektine besteht aus den drei Mitgliedern L-, E- und P-Selektin. L-
Selektin wurde erstmals auf Leukozyten, E-Selektin auf Endothelzellen und P-Selektin
auf Thrombozyten („platelets“) nachgewiesen (Rosen und Bertozzi, 1994; Springer, 1994;
Lasky, 1995). Die Selektine enthalten eine stark konservierte N-terminale Typ-C-Lektin-
domäne, über die sie Ca2+-abhängig eine spezielle Tetrasaccharidstruktur, die sogenann-
te Sialyl-Lewisx-Struktur, binden und so heterophile Zell-Zell-Adhäsion vermitteln (Abb.
1.7). Diese durch Selektine vermittelte heterophile Adhäsion spielt insbesondere bei Ent-
zündungsreaktionen eine entscheidende Rolle. So vermitteln die Selektine den ersten
Kontakt zwischen dem Endothel und zirkulierenden Leukozyten und Thrombozyten.
Diese Interaktion führt zu dem sogenannten Rollen der Leukozyten entlang des Endo-
thels zu den Entzündungsherden, wo dann durch weitere Mechanismen die feste Adhäsion
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und schließlich Extravasation der Leukozyten stimuliert wird (Aplin et al., 1998). Des
Weiteren konnte gezeigt werden, dass auch die Selektine mit dem Zytoskelett in Kontakt
stehen. So ist zum Beispiel das L-Selektin an der Spitze der Mikrovilli über α-Aktinin
mit dem Aktinzytoskelett verknüpft (Abb. 1.7) (Pavalko et al., 1995).
Abb. 1.7: Der Selektin-Adhäsionskomplex. Die Lektin-Domäne (hellrot) bindet an das Oligo-
saccharid (PSGL-1) und baut so eine heterophile Adhäsionsverbindung zwischen den beiden Molekülen
auf. Intrazellulär sind die Selektine über α-Aktinin mit dem Aktinzytoskelett (hellbraun) verbunden.
Wie die Interaktion vermittelt wird ist unklar (dargestellt durch Fragezeichen). (modifiziert nach Aplin
et al., 1998).
Die Immunglobulin-Superfamilie
Die Mitglieder der Immunglobulin-Superfamilie (IgSF) stellen die größte Gruppe struktur-
verwandter Proteine dar und kommen sowohl in Vertebraten als auch Invertebraten vor.
Die Proteine dieser Familie sind durch eine oder mehrere Immunglobulinartige Domä-
nen (Ig) gekennzeichnet, die aus 55 bis 75 Aminosäuren bestehen und zwei antipar-
allele β-Faltblätter bilden, welche über eine Disulfidbrücke verbunden sind (Abb. 1.8)
(Vaughn und Bjorkman, 1996). Die Mitglieder der Immunglobulin-Superfamilie haben
unterschiedlichste Funktionen. So stellt eine Untergruppe die Zelladhäsionsmoleküle der
IgSF dar. Dies sind meist stark glykosylierte Transmembranproteine, die eine Ca2+-
unabhängige Zelladhäsion vermitteln. Neben den Transmembranproteinen mit zytoplas-
matischer Domäne existieren auch Proteine, die über einen GPI-Anker an die Membran
gebunden sind. Durch das Vorhandensein eines intrazellulären Teils ist die Verbindung
des Proteins mit dem Zytoskelett der Zelle möglich. Darüber hinaus kann das Protein
auch an Signaltransduktionen beteiligt sein (Aplin et al., 1998). Wie die Immunglobuline
15
Kapitel 1 Einleitung
selbst, weisen viele Mitglieder der IgSF Erkennungs-, Adhäsions-, und Rezeptorfunk-
tionen auf. Zu dieser Gruppe zählen unter anderem Proteine des Immunsystems wie
der B-Zell-Rezeptor, der T-Zell-Rezeptor, seine Korezeptoren CD4 und CD8, sowie die
MHC-Moleküle der Klasse I und II (Edelman, 1987). Ebenso sind Mitglieder der IgSF
in Prozesse des Nervensystems involviert, zum Beispiel bei der Wegfindung der Axone.
Hier sind insbesondere das Zelladhäsionsmolekül N-CAM, das Nr-CAM, sowie Neuro-
fascin und LI zu nennen (Crossin und Krushel, 2000).
Abb. 1.8: Die Molekülstruktur der Immunglobulin-Superfamilie. Charakteristisches
Strukturmerkmal sind die Immunglobulin (Ig)-Domänen (blau), auf die eine oder mehrere Fibronektin-
Domänen (rot) folgen. Intrazellulär sind die Rezeptoren, genauso wie die Selektine, über α-Aktinin mit
dem Aktinzytoskelett (hellbraun) verbunden. Unklar ist, wie die Interaktion vermittelt wird (dargestellt
durch Fragezeichen). (modifiziert nach Aplin et al., 1998).
Die Integrine
Eine phylogenetisch sehr alte und bei den Metazoa weit verbreitete Klasse von Zell-
adhäsionsmolekülen sind die Integrine. Integrine sind Glykoproteine die als Zell-Matrix-
Adhäsionsmoleküle oder als heterophile Zell-Zell-Adhäsionsmoleküle agieren. Sie liegen
als transmembranäre Heterodimere in der Zelle vor, und bestehen aus einer α- und
einer β-Untereinheit (Abb. 1.9). Bis heute sind bei den Vertebraten 24 verschiedene
Heterodimere beschrieben, die sich aus 18 α-Untereinheiten und 8 β-Untereinheiten zu-
sammensetzen. Bei den Invertebraten wie Drosophila oder C. elegans sind dagegen nur 5
α-Untereinheiten und 3 β-Untereinheiten, beziehungsweise 2 α-Untereinheiten und eine
β-Untereinheit bekannt (Takada et al., 2007). Beide Untereinheiten weisen eine relativ
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große extrazelluläre Domäne und, mit Ausnahme der β4-Untereinheit bei den Verte-
braten, eine kurze zytoplasmatische Domäne auf (Abb. 1.9). Die extrazelluläre Domäne
von beiden Untereinheiten ist für die Spezifität der Ligandenbindung verantwortlich. Die
Liganden bestehen primär aus extrazellulären Matrixproteinen, aber auch aus Trans-
membranproteine wie zum Beispiel des Immunglobulins I-CAM (Hynes, 2002).
Abb. 1.9: Die Integrin-Heterodimere. Die verschiedenen Integrinheterodimere setzen sich aus
einer α-(grün) und einer β-Untereinheit (blau) zusammen, die extrazellulär mit der Extrazellulären
Matrix (gelb) und deren Liganden verbunden sind. Intrazellulär gehen die kurzen zytoplasmatischen
Domänen Interaktionen mit verschiedenen Proteinen (braun) ein und sind so mit dem Aktinzytoskelett
(hellbraun) verknüpft. PM = Plasmamembran; ECM = Extrazelluläre Matrix (modifiziert nach Aplin
et al., 1998).
Integrine sind an vielen entwicklungs- und zellbiologischen Prozessen beteiligt, wie Adhä-
sion, Proliferation, Apoptose, Polarität, Migration, Genexpression und Differenzierung
(Gumbiner, 1996; Brown et al., 2000). Für die Ausführung dieser Prozesse ist die durch
Integrine vermittelte Verbindung zwischen Extrazellulärer Matrix und Zytoskelett essen-
tiell. Hierbei können die Integrine die benötigten Signale auf zwei Wegen weiterleiten, von
der Extrazellulären Matrix in das Zytoplasma der Zelle („outside-in“ signaling), oder um-
gekehrt („inside-out“ signaling). Bei dem „outside-in“ signaling bindet ein extrazellulärer
Ligand an das Integrinheterodimer auf der Zelloberfläche. Dies führt zu Konformations-
änderungen und somit zur Aktivierung der Integrine. Speziell die zytoplasmatische Do-
mäne erfährt bei diesem Weg, je nach Ligandenbindung, Konformationsänderungen, die
dazu führen, dass verschiedenste zytoplasmatisch lokalisierte Proteine mit dem intrazel-
lulären Teil der β-Untereinheit interagieren und somit zur Umstrukturierung des Aktin-
zytoskeletts oder Aktivierung eines Signalwegs beitragen (Hynes, 2002). Im Vergleich
dazu werden die Integrinheterodimere bei dem „inside-out“ signaling durch zytoplasma-
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tische Proteine aktiviert. Eine Schlüsselrolle spielt hierbei Talin (siehe 1.4.1). Durch die
Bindung eines bestimmten Sets von zytoplasmatischen Proteinen an den intrazellulären
Teil der Integrine erfahren die extrazellulären Domänen eine Konformationsänderung
und gehen in den aktivierten Zustand über, in dem sie nun extrazelluläre Liganden bin-
den können (Liddington und Ginsberg, 2002). Dies kann wiederum zu einem Clustering
von Integrinheterodimeren und somit zu einer Verstärkung der Zelladhäsion innerhalb
eines Fokalkontaktes führen (Bökel und Brown, 2002; Takada et al., 2007). Die oben ge-
nannten Mechanismen zeigen, dass nicht nur die extrazellulären Liganden der Integrine
eine entscheidende Rolle bei der Weiterleitung von Signalen und Zelladhäsion spielen,
sondern auch die zytoplasmatischen, integrinassoziierten Proteine. Viele der bekannten
integrinassoziierten Proteine sind homolog in Vertebraten und Invertebraten, was dar-
auf hindeutet, dass viele der nachgeschalteten Signalwege konserviert sind (Brown, 2000;
Brown et al., 2000). In dem folgenden Kapitel werden einige dieser integrinassoziierten
Proteine und ihre Funktion bei der Zelladhäsion und Signalübertragung vorgestellt.
1.4 Der integrinassoziierte Proteinkomplex
Integrine müssen eine Verbindung mit dem Zytoskelett herstellen, um ihre Funktion
in der Signaltransduktion und Zelladhäsion erfüllen zu können. Hierzu gehen sie in der
Regel eine Verbindung mit dem Aktinzytoskelett ein. Eine Ausnahme stellt das α6β4 In-
tegrinheterodimer dar, das mit Intermediärfilamenten interagiert um Hemidesmosomen
zu bilden (Litjens et al., 2006). Die Verbindung zwischen Integrinrezeptoren und Aktin-
zytoskelett ist sehr komplex, da weit über 50 verschiedene zytoskelettassoziierte Proteine
daran beteiligt sind (Zamir und Geiger, 2001; Lo, 2006). Ein Großteil der Komplexität ist
auf die unterschiedlichen zelltypspezifischen Interaktionen der Integrine zurückzuführen,
wobei eine Reihe von den zytoplasmatischen Proteinen für die Funktion jedes integrin-
assoziierten Komplexes essentiell sind. Hierzu zählen zum Beispiel Talin, Integrin-linked
kinase (ILK), PINCH, Paxillin, Tensin, Vinculin, Filamin und α-Aktinin (Abb. 1.10)
(Bökel und Brown, 2002: Labouesse und Georges-Labousse, 2003; Nayal et al., 2004;
Wiesner et al., 2005). Die genannten Proteine binden an den zytoplasmatischen Teil
von Integrinen und leiten so die Akkumulation von F-Aktin und die Ausbildung von
Fokaladhäsionen ein. Neben der Ausbildung von Fokaladhäsionen fungiert ein Teil der
Proteine, wie zum Beispiel Filamin oder ILK, als Adapterprotein für Signalproteine, die
wiederum für die Veränderungen bei der Struktur des Zytoskeletts verantwortlich sind
(Delon und Brown, 2007).
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Abb. 1.10: Schematische Darstellung des integrin-assoziierten Proteinkomplexes. Die
Integrin-Heterodimere binden über ihre zytoplasmatische Domäne an die Proteine Talin und ILK, die
wiederum eine Reihe von zytoplasmatischen Adhäsionsproteinen wie FAK, Tensin, Paxillin und Pinch
binden. Der so assoziierte Proteinkomplex tritt mit dem Aktinzytoskelett in Wechselwirkung.
Die Funktion der integrinassoziierten Proteine Talin, ILK und Tensin ist im Hinblick
auf Zelladhäsion speziell in Drosophila sehr gut untersucht worden. Daher werden sie im
Folgenden im Detail erläutert.
1.4.1 Talin
Talin ist das erste identifizierte Protein, das an den zytoplasmatischen Teil der Integrine
bindet (Horwitz et al., 1986). Es ist ungefähr 2500 Aminosäuren groß und besitzt eine
kleine N-terminale Kopfdomäne (50 kDa) und eine große C-terminale Schwanzdomäne
(200 kDa) (Abb. 1.11), die durch eine Calpain-Schnittstelle proteolytische gespalten
werden können (Brown et al., 2002). Die globuläre Kopfdomäne weist sämtliche Struk-
turmerkmale einer FERM-Domäne (Band 4.1, Ezrin, Radixin und Moesin) auf, die an
NPxY-Motive bindet. Diese Motive finden sich in den meisten zytoplasmatischen Teilen
von Integrinen. Durch NMR-Analysen konnte nachgewiesen werden, dass Talin in vitro
mit seiner FERM-Domäne an diese Motive bindet (Garcia-Alvarez et al., 2003). Des
Weiteren besitzt die Kopfdomäne Bindungsstellen für die Fokaladhäsionskinase (FAK),
Phosphatidylinositol-4,5-Bisphosphat (PIP2) und Phosphatidylinositol-4-Phosphat 5 -
Kinase Typ I γ (PIPKI γ) (Wiesner et al., 2005). Dagegen besteht die Schwanzdo-
mäne aus mehreren Alanin-Wiederholungen und einer I/LWEQ-Domäne, die auch bei
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Proteinen zu findet ist, die in Endozytosevorgänge involviert sind (Engqvist-Goldstein et
al., 1999). Die Hauptaufgabe der C-terminalen Domäne ist die Interaktion mit weiteren
zytoplasmatischen Proteinen sowie Aktin.
Abb. 1.11: Die Domänenstruktur von Talin. Talin bildet antiparallele Homodimere und be-
steht aus einer N-terminalen FERM-Domäne, die eine Bindestelle für das in Integrinen vorhandene
NPxY-Motiv enthält. Die C-terminale Schwanzdomäne vermittelt hauptsächlich Interaktionen mit Aktin
und weiteren zytoplasmatischen Proteinen, die am Aufbau von Fokalkontakten beteiligt sind.
Talin ist eines der ersten Proteine, die am Aufbau der Fokaladhäsionen beteiligt sind
(Franco et al., 2004), indem es unter anderem die Aktivierung von Integrinen vermittelt.
Durch die Bindung von Talin an Integrine bricht eine intrazelluläre Salzbrückenbindung
zwischen der α- und β-Integrinuntereinheit auf, was wiederum zu einer Konformati-
onsänderung der Integrine führt, die nun mit Liganden der Extrazellulären Matrix in-
teragieren und so die Adhäsion oder das Signalling herstellen können (Garcia-Alvarez
et al., 2003). Die durch Talin induzierten Konformationsänderung, sowie die Anwesen-
heit von Talin in dem sich bildenden Fokaladhäsionskontakt führen zu der Rekrutie-
rung von weiteren Proteinen, wie zum Beispiel ILK, PINCH oder Tensin, die wiederum
an der Aufrechterhaltung und stärkeren Ausbildung der Zelladhäsion mitwirken. Durch
Untersuchungen an Talinmutanten von Drosophila melanogaster konnte die Funktion
von Talin in den Fokaladhäsionen speziell in der Anhaftungsstelle zwischen Muskeln
und Epidermis näher charakterisiert und bestätigt werden. Talin ist primär in epider-
malen Muskelanhaftungsstellen in späten Embryonalstadien exprimiert (Brown et al.,
2002). Die Analyse von Talinmutanten zeigte, dass nach Verlust von Talin die Adhäsion
zwischen Muskeln und Epidermis nicht den Muskelkontraktionen standhält und sich die
Muskeln von der Epidermis ablösen und abrunden. Dieser Phänotyp ist identisch mit
dem von βPS-Integrinmutanten (Brown et al., 2002; Brown, 1994). In weiterführenden
Experimenten konnte gezeigt werden, dass Talin nicht für das Integrinsignalling benö-
tigt wird, da in zygotischen Talinmutanten die integrinvermittelte Genexpression noch
funktioniert. Des Weiteren stellte sich heraus, dass Integrine weiterhin an die Extrazel-
luläre Matrix binden, sich aber keine sogenannten Integrincluster bilden oder sie mit
dem Zytoskelett und den weiteren integrinassoziierten Proteinen wie ILK oder Tensin in
Verbindung stehen (Brown et al., 2002). Somit ist Talin für die Aktivierung der Integrine
und Rekrutierung weiterer zytoplasmatischer Proteine, wie zum Beispiel ILK, essentiell.
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1.4.2 Integrin-linked Kinase (ILK)
Die Integrin-linked Kinase (ILK) ist eine Serin/Threonin Kinase mit Adapterfunktion.
Das 57 kDa Protein besteht aus vier N-terminalen Ankyrin-Wiederholungen, gefolgt von
einer Linker-Sequenz, die Ähnlichkeiten mit PH-Domänen aufweist (Abb. 1.12) (Hehl-
gans et al., 2007). Alle vier Ankyrin-Wiederholungen sind für die Bindung verschie-
dener Proteine essentiell. So binden zum Beispiel die Proteine PINCH1 und PINCH2
mit ihrer ersten der fünf LIM-Domänen an die erste Ankyrin-Wiederholung von ILK,
aber nur, wenn die restlichen drei Ankyrin-Wiederholungen intakt sind (Tu et al., 1999;
Zhang et al., 2002). Die C-terminale Kinasedomäne von ILK (Abb. 1.12) vermittelt die
Interaktionen mit einer Vielzahl von zytoplasmatischen Proteinen, wie Paxillin, Parvin,
Tensin und α-Aktinin (Wiesner et al., 2005), die wiederum die Verbindung mit dem
Aktinzytoskelett herstellen. Interessanterweise besitzt die Kinasedomäne keine für alle
Modellsysteme nachweisbare Kinaseaktivität, was mittels Rescue-Experimenten, bei der
die Kinasefunktion von ILK ausgeschaltet war, gezeigt werden konnte (Zervas et al.,
2001). Dies deutet darauf hin, dass ILK hauptsächlich eine Adapterfunktion erfüllt.
So ist zum Beispiel der Aufbau des ILK-PINCH-Parvin Komplexes für die Lokalisa-
tion in Fokaladhäsionen essentiell. Interessanterweise stabilisiert die Interaktion zwi-
schen ILK und PINCH sowie ILK und Parvin diese Proteine und schützt sie vor der
proteasom-vermittelten Degradation (Legate et al., 2006). Durch die Identifikation von
Nck2 als Interaktionspartner von PINCH ist eine Verbindung zwischen Integrin- und
Wachstumsfaktorvermittelter Signaltransduktion gezeigt. Nck2 erkennt Wachstumsfak-
toren wie EGFR und PDGF mittels seiner C-terminalen SH2-Domäne. Die Bindung von
Nck2 an PINCH erfolgt durch die LIM4-Domäne von PINCH und die SH3-Domäne von
Nck2 (Tu et al., 1998; Velyvis et al., 2003).
Abb. 1.12: Die Domänenstruktur von ILK. N-terminal besitzt die ILK vier Ankyrinwieder-
holungen die für die Bindung verschiedener Proteine essentiell sind. Gefolgt werden diese Sequenzen
von einer Linkersequenz, die Ähnlichkeiten zu PH-Domänen hat. C-terminal besteht die ILK aus einer
Proteinkinasedomäne, die mit verschiedenen Proteinen interagiert (vgl. Abb. 1.10).
Die Funktion von ILK bei der integrin-vermittelten Zelladhäsion wurde mit Hilfe von
Mutantenanalysen in Vertebraten und Invertebraten näher analysiert. ILK-knock-out
Mäuse sind am Tag E5.5 - 6.5 letal. Die Letalität ist auf Defekte in der Polarisierung des
Epiblasten und Kavitation, die mit abnormaler F-Aktin Akkumulation assoziiert sind,
zurückzuführen (Legate et al., 2006; Sakai et al., 2003). Ebenso sind ILK-Mutationen
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in Drosophila melanogaster und C. elegans embryonal letal und weisen integrinähnliche
Defekte auf, wie zum Beispiel Ablösung der Muskeln von der Epidermis (Zervas et al.,
2001; Mackinnon et al., 2002). Im Gegensatz zu Vertebraten konnte für die ILK von
Drosophila keine direkte Interaktion mit β-Integrin nachgewiesen werden. Im Gegenteil,
ILK ist in β-Integrinmutanten weiterhin normal an den Muskelanhaftungsstellen loka-
lisiert. Dagegen ist die Verbindung zwischen Aktinzytoskelett und Integrinrezeptoren
defekt. Dies deutet darauf hin, dass ILK für die Rekrutierung des Aktinzytoskeletts an
die Integrinrezeptoren verantwortlich ist, aber ein weiterer Faktor für die Interaktion
zwischen ILK und Integrin benötigt wird (Zervas et al., 2001).
1.4.3 Tensin
Tensin ist ein 220 kDa F-Aktin Bindungsprotein, das in Fokaladhäsionen in einem
integrinabhängigen Muster lokalisiert ist. Es weist Eigenschaften eines Multidomänen-
proteins auf und ist in der Lage an verschiedenste Struktur- und Signalmoleküle zu
binden. Diese Interaktionen erfolgen über die drei Domänen von Tensin, wie die N-
terminale Phosphatase-verwandte Domäne, die Src-Homologiedomäne (SH2), sowie die
C-terminale Phosphotyrosin-Bindedomäne (PTB) (Abb. 1.13). Der N-Terminus ist in
der Lage an Aktin zu binden, während die SH2-Domäne die Bindung von Tensin an ty-
rosinphosphorylierte Proteine wie zum Beispiel die PI3-Kinase, p130Cas und die Fokal-
adhäsionskinase (FAK) vermittelt, und so wahrscheinlich zur Reorganisation des Aktin-
zytoskeletts beiträgt (Auger et al., 1996). Die C-terminale PTB-Domäne interagiert nicht
mit tyrosinphosphorylierten Proteinen, hat aber das Potential mit den zytoplasmatischen
Domänen der β-Integrine zu interagieren, da diese das PTB-Bindungsmotiv NPxY be-
sitzen (Lo, 2004).
Abb. 1.13: Schema der Domänenstruktur von Tensin. N-terminal besitzt Tensin eine SH2-
Domäne, die unter anderem mit Aktin interagiert. C-terminal besteht Tensin aus einer PTB-Domäne,
die mit verschiedenen Proteinen und den zytoplasmatischen Domänen der Integrine mittels eines NPxY-
Erkennungsmotivs interagiert.
Mit Hilfe von Mutationsanalysen konnte die Funktion von Tensin im Hinblick auf die
Etablierung und Aufrechterhaltung von Fokaladhäsionskontakten charakerisiert werden.
Die Untersuchungen wurden an Mausmodellen, Zelllinien und Drosophila melanogaster
durchgeführt. Die Tensinmutanten der Maus sind vital und weisen Regenerationsdefekte
bei Verletzungen der Skelettmuskelfibrillen auf, was darauf hindeutet, dass Tensin an der
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Regeneration dieser Muskeln beteiligt ist. Darüber hinaus konnte durch Fibroblasten-
analysen nachgewiesen werden, dass tensindefiziente Zellen langsamer migrieren (Chen
et al., 2002). Studien an Tensinmutanten von Drosophila melanogaster, die im Gegen-
satz zu den Säugern, die 3 Tensingene besitzen, nur ein Tensingen aufweisen, zeigen,
dass diese Mutanten ebenfalls vital sind und keine Defekte in der Rekrutierung von wei-
teren integrinassoziierten Proteinen wie Talin oder ILK in die Fokaldhäsionen aufweisen
(Torgler et al., 2004). Es konnte gezeigt werden, dass Tensin für die Stabilisierung der
Adhäsion im Flügel benötigt wird, so dass dieser der normalen mechanischen Abrasion
nach der Verpuppung standhält und keine Blasenbildung aufweist. Dies unterscheidet
sich von den Adhäsionsdefekten im Flügel von integrin-, talin- oder ilk-Mutanten, die
schon während des Puppenstadiums ausgebildet werden (Brown et al., 1994; Brown et
al., 2002; Zervas et al., 2001). Anhand der Mutantenanalysen konnte weiterhin gezeigt
werden, dass die Rekrutierung von Tensin in die Fokaladhäsionen von Talin und ILK
abhängt. Dies deutet darauf hin, dass Tensin die Funktion des Adhäsionskomplexes mo-
difiziert, und nicht an der initialen Rekrutierung der einzelnen Komponenten beteiligt
ist. Diese Vermutung wird durch die Beobachtung gestützt, dass Tensin erst spät in dem
integrinassoziierten Komplex zu finden ist (Torgler et al., 2004; Lee et al., 2003).
1.5 Ziel der Arbeit
Ein Hefe-zwei-Hybrid Screen mit dem Gap Junction bildenden Protein Innexin3 von
Drosophila melanogaster führte zur Identifikation des bis dahin unbekannten Genlokus
CG1624 (Löer, 2003). Die vorliegende Arbeit beschäftigt sich mit der molekularen und
funktionalen Charakterisierung dieses Genlokus, der im Rahmen dieser Studien aufgrund
seines Phänotyps wech genannt wurde. Um Erkenntnisse über die in vivo Funktion von
wech zu erhalten, wurden mittels P-Element vermittelter Mutagenese Mutanten erzeugt.
Nach einer ersten Charakterisierung der mRNA Expression dieser Fliegenlinien, die be-
stätigte, dass die Transkriptionseinheit des wech-Gens betroffen ist, wurde eine Mutante
zur molekularen und funktionalen Charakterisierung ausgewählt. Diese Mutante zeich-
net sich durch die Insertion von 11 bp in der 5‘UTR aus, die in Homozygotie embryonale
Letalität verursacht. Die erzeugte wech Mutante bot eine gute Möglichkeit die Funktion
von Wech im Hinblick auf die Morphologie von epithelialen Geweben und damit verbun-
denen Signalwegen näher zu charakterisieren.
Neben der funktionalen Analyse des neu identifizierten wech Genlokus sollte die Funk-
tion von Innexin3 auf epidermaler Ebene untersucht, und eine mögliche Abhängigkeit







Soweit nicht anders angegeben, sind alle Verbrauchsmaterialien von der Qualität pro
analysi und wurden von folgenden Firmen bezogen: Faust, La Roche, Merck, Promega,
Roth, Sigma, Invitrogen, Biorad, Macherey und Nagel, Stratagene.
2.1.2 Verbrauchsmaterial
Allgemeiner Laborbedarf Faust (Meckenheim); Schütt (Göttingen)
1,5 ml Reaktionsgefäße Eppendorf (Hamburg)
PCR-Reaktionsgefäße, dickwandig Eppendorf (Hamburg)
Plastikwaren Greiner (Solingen)
Röntgenfilme Fuji MedicalX-Ray Film Super RX
2.1.3 Geräte
Autoklav H+P Varioklav Dampfsterilisator EP-2
mit Mikroprozessorsteuerung
Bakterienbrutschrank Memmert, Model 400
Bionokular Olympus S2X 12 / Olympus S2 40
Blotapparatur Biometra Whatman Fastlot B43
Drehrad Snjiders test-tube-rotator
Elektropipette accu-jet; Brand
Elektroporationsgerät Bio-Rad E.coli Pulser
Entwickleranlage Curix 60, AGFA
Gelelekrophoreseapparaturen BioRad
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Gel-Dokumentation Biozym, Alpha Digi Doc
Fluoreszenzmikroskop Zeiss Axiovert M200 mit ApoTome
Hefebrutschrank Binder
Konfokales Laserscanning- Leica TCS SP2
Mikroskop
Lichtmikroskop Olympus Ax 70
Kameraaufsatz:
Olympus U-TVO.5xC-2/
Color View Soft Imaging System
Mikrowelle Panasonic
PCR-Maschine MJ Research PTC-200 Peltier Thermal
Cycler
Photometer BioRad SmartSpec Plus
Spannungsquelle Bio-Rad Power Pac 3000
Sterilschrank Memmert, Model 800
Thermomixer Eppendorf Thermomixer comfort
Ultraschallgerät Bandelin SONOPLUS HD2070
Vortexer Vortex Genie2
Waagen Sartorius BL 150 S; Sartorius B211 D
Wasserbad GFL 1002-1013
Zentrifugen Biofuge Pico, Heraeus
Eppendorf Zentrifuge
5415R; Hettich Zentrifuge Rotina 46R
2.2 Standards und Kits
Amersham Bioscience Immunoprecipitation Starter Aufreinigung von
Pack Glutathione Sepharose 4B GST-Fusionsproteinen
Immunoprecipitation Starter Immunpräzipitation
Pack Protein Sepharose A/G
BioRad Precision Plus Protein Standard Größenstandard für
SDS-Gele




2.3 Puffer und Lösungen
Macherey&Nagel Nucleospin Plasmid Mini Kit Aufreinigung von
Plasmid-DNS
Nucleospin Plasmid Midi Kit Aufreinigung von
Plasmid-DNS
NucleoSpin Extract2 Extraktion und
Aufreinigung von DNS
NucleoSpin RNA2 Extraktion und
Aufreinigung von RNA
Qiagen QuantiTect Reverse cDNA-Synthese
Transcription Kit
2.3 Puffer und Lösungen
Wenn nicht anders erwähnt, werden alle Puffer und Lösungen mit doppelt deionisiertem
und autoklaviertem Wasser (Aqua bidest) angesetzt. Bei Lösungen, die nicht bei Raum-
temperatur aufbewahrt wurden, ist die Lagertemperatur in Klammern angegeben. Alle
Prozentangaben beziehen sich auf Masse pro Volumen.
Agarose 1% Agarose in 1xTAE
Aqua bidest. 2x destilliertes Wasser, autoklaviert
Ampicillin-Lösung (-20 ◦C) 50mg/ml Ampicillin in A. bidest.
AP-Puffer 100mM NaCl; 50mM MgCl2; 10mM Tris,
pH 9,5; 0,1% Tween 20; A.bidest.
APS (-20 ◦C) 10mg/ml APS in A. bidest.
Carbonat Puffer (-20 ◦C) 120mM Na2CO3; 80 mM NaHCO3,
pH 10
Coomassie Blau 0,1% Coomassie R-250; 50% TCA
Coomassie Gel-Entfärbelösung 10% Essigsäure; 30% Methanol;
60% VE-H20
DNA Ladepuffer 15% Bromphenolblau; 25% Ficoll; 5%
SDS; 50mM Tris-HCL (pH 7,5); 50mM
EDTA (pH 8,0); 40% (w/v) Saccharose in
H20
dNTP-Mix (25 mM) je 0.25 Vol 100mM dATP, dCTP, dGTP,
dTTP
EDTA 0,5M EDTA, pH 8,0
Entfärbungslösung 10% Essigsäure; 30% Methanol in A. bi-
dest.
Ethidiumbromid (4 ◦C, lichtgeschützt) 10mg/ml Ethidiumbromid in A. bidest.
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Glycerol (10%) 100ml Glycerol; 900ml A. bidest.; auto-
klavieren
GST-Bindepuffer 20mM Hepes; 150mM NaCl; 1mM
EDTA; 4mM MgCl2; 1mM DTT; 0,06%
NP40; 10% Glycerin; Proteaseinhibitor
GST-Lysispuffer 1x PBS; 0,5% Tween; 0,2mg/ml Lysozym;
Proteaseinhibitor
Heringssperma-DNA (-20 ◦C) 10mg/ml Heringssperma-DNA; 100mM
NaCl; phenolisiert, sonifiziert, denaturiert
Hoyer‘s Einbettmedium 30 g Gummi arabicum auf 50ml A. bidest.;
160 g Chlorhydrat; 16ml Glycerin
Hype-Puffer 50% deionisiertes Formamid; 5x
SSC; 50µg/ml Heparin; 100µg/ml
Heringssperma-DNA; 10µg/ml tRNA;
0,1% Tween 20
Hype mit Dextransulfat 150ml Ultrapure Formamid; 60ml
20xSSC; 7,5ml 10mg/ml tRNA; 7,5ml
10mg/ml ssDNA; 3ml 20% Tween20;
30ml Dextransulfat; ad 270 ml A. bidest.
Hype ohne Dextransulfat 150ml Ultrapure Formamid; 60ml
20xSSC; 7,5ml 10mg/ml tRNA; 7,5ml
10mg/ml ssDNA; 3ml 20% Tween20; ad
270 ml A. bidest.
IPTG (-20 ◦C) 1M Isopropyl-β-D-thiogalaktopyranosid
Stammlösung in A. bidest.
LiSORB 100mM LiOAc; 10mM Tris-HCl (pH 8,0)
1mM EDTA; 1M Sorbitol; ad 1 l A. bi-
dest.; pH 8,0 einstellen, autoklavieren
Lithiumacetat (10x) 51 g Lithiumacetat (1M) ad 500ml mit
A.bidest auffüllen; 20 min autoklavieren
Lithiumchlorid (-20 ◦C) 4M Lithiumchlorid in A. bidest.
Lysozymlösung 10mg/ml Lysozym in A.bidest.
Methanol-EGTA 95% Methanol; 25 mM EGTA
Natrium-Acetat 3M Na-Acetat in A.bidest; pH 6,0
Nipagin-Lösung 147ml Ethanol, 63ml A. bidest, 21 g Ni-
pagin
Paraformaldehyd (4%) 4%ige Stammlösung in PBS
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PBS (20-fach konzentriert) 2,6M NaCl; 140mM Na2HPO4; 60mM
NaH2PO4; pH 7,0; autoklavieren
PBS (1-fach konzentriert) 130mM NaCl; 7mM Na2HPO4; 3 mM
NaH2PO4; pH 7,0 einstellen; autoklavie-
ren
PBT 1x PBS; 0,1% Tween 20
PBTN 2ml PBT; 100µl Ziegenserum
PEG-3350 (50%) 250 g PEG-3350 in 500ml A.bidest;
autoklavieren
PEG/LiOAc-Lösung 10mM Tris-HCl (pH 8,0); 1mM EDTA
(pH 8,0); 100mM LiOAc (pH 7,5); 40%
(w/v) PEG-3350;
Plasmid-Rettungslösung 2% Triton X-100; 1% SDS; 100mM NaCl;
100mM Tris (pH 8,0); 1mM EDTA;
A.bidest.
Proteinase K Stammlösung 20mg/ml Proteinase K
Proteinase-Inhibitor (7x) 1 Tablette Complete Mini (Roche) wird
in 1,5ml A.bidest. gelöst ; Lagerung bei
-20 ◦C
RF 1 (4 ◦C) 100mM RbCl2; 50mM MnCl2; 30mM
KOAc; 10mM CaCl2; 15% v/v Glycerin;
eingestellt auf pH 5,8
RF 2 (4 ◦C) 10mM Mops, pH 7,0; 10mM RbCl2;
CaCl2; 15% v/v Glycerin
RIPA (-20 ◦C) 150mM NaCl; 1% IPEGAL CA-630; 0,5%
Sodium Deoxycholate (DOC); 0,1% SDS;
50mM Tris (pH 8,0); 1mM PMSF
Sammelgelpuffer 1 M Tris-HCl (pH 6,8)
Sammelgelpuffer Stammlösung (4%) 6ml 40% Acrylamid/Bisacrylamid; 7,2ml
1M Tris-HCl (pH 6,8); 45,56 ml A.bidest.
SDS 10% SDS in VE-H20
SDS Elektrophorese Laufpuffer (1x) 25mM Tris; 192mM Glyzerin; 0,1% SDS
SDS-Gelladepuffer (5x) 500mM Tris-HCl (pH 6,8); 15% SDS; 50%
Glycerin; 0,5% Bromphenolblau; 10% β-
Mercaptoethanol
TAE-Puffer 40mM Tris-Acetat (pH 8,0); 1mM EDTA




TBST-Lösung 0,01M Tris-HCl (pH 7,5); 0,15M NaCl;
0,05% Tween 20
TE-Puffer 10mM Tris-HCl (pH 8,0); 1mM EDTA
Telt-Puffer (-20 ◦C) 50mM Tris (pH 7,5); 62,5mM EDTA;
2,5M LiCl; 0,4% Triton X-100; A. bidest.
Transferpuffer Stammlösung (10x) 25mM Tris-HCl; 150mM Glycin
Transferpuffer (1x) 100ml 10x Transferpuffer Stammlösung;
200ml Methanol, 700ml A.bidest.
Trenngelpuffer 1M Tris-HCl (pH 8,0)
Trenngelpuffer Stammlösung (10%) 40 ml 40% Acrylamid/Bisacrylamid; 60ml
1M Tris-HCl (pH 8,8); 60 ml A.bidest.
Triton-NaCl 0,05% Triton X-100; 0,15 M NaCl
tRNA (-20 ◦C) 10mg/ml Stammlösung gelöster tRNA
Phenol/Chloroform aufreinigen und in
A.bidest lösen.
Waschpuffer (Berkeley) 250ml Ultrapure Formamid; 50ml
20xSSC; 2,5ml 20% Tween 20; ad 500ml
A.bidest.
2.4 Enzyme und Puffer
Die verwendeten Enzyme und Puffer wurden von folgenden Firmen bezogen:
Amersham Biosciences Complete, Protease-Inhibitor-Tabletten














Die Antikörper, die für die Fluoreszenzfärbungen und den Western-Blot verwendet wur-
den, wurden von folgenden Firmen bezogen und in den angegebenen Konzentrationen
eingesetzt.
Primäre Antikörper
Bezeichnung Spezies Herkunft Konzentration
αPS2 Integrin Ratte N. Brown 1:5
Armadillo Maus DSHB 1:10
β-Galaktosidase Maus Promega 1:500
βPS Integrin Maus DSHB 1:10
β3-Tubulin Kaninchen R. Renkawitz-Pohl 1:5000
BP12 Maus DSHB 1:10
DE-Cadherin Ziege Santa Cruz 1:50
Coracle Meerschwein R.G. Fehon 1:1000
Engrailed Maus DSHB 1:10
Fasciclin III Maus DSHB 1:10
Flag Maus Sigma 1:200 und
1:2000 (WB)
GFP Maus Santa Cruz 1:50 und
1:2000(WB)
His Maus Invitrogen 1:50 (WB)
Innexin3-CS Kaninchen Davids 1:100 und
1:400 (WB)
Innexin3-CT Meerschweinchen Davids 1:20 und
1:300 (WB)
Kakapo Meerschweinchen N. Brown 1:1000
Myosin Heavy Chain Kaninchen D. Kiehart 1:500
Myc Maus Santa Cruz 1:100 und
1:500 (WB)
Phosphotyrosin Maus Santa Cruz 1:10
αSpectrin Maus DSHB 1:10
Talin Maus N. Brown 1:50
Wech Kaninchen Davids 1:20 und
1:300 (WB)




Bezeichnung Spezies Herkunft Konzentration
HRP α-Kaninchen Esel Santa Cruz 1:15000 (WB)
HRP α-Maus Esel Santa Cruz 1:15000 (WB)
HRP α-
Meerschweinchen
Esel Santa Cruz 1:15000 (WB)
Cy3 α-Kaninchen Esel Dianova 1:200
Cy3 α-Maus Esel Dianova 1:200







Alexa488α-Maus Esel Dianova 1:200
Alexa488α-Ziege Esel Dianova 1:200







Alexa633α-Maus Esel Dianova 1:200
Alexa633α-Ziege Esel Dianova 1:200














pAc/V5-His B Invitrogen, Karlsruhe
pADNS-RRS mut AG Möröy
pBluescriptII Stratagene, Heidelberg
pCRII-Topo Invitrogen, Karlsruhe
pCS+ Dave Turner, Ralph Rupp
pGEX-5X Pharmacia/Amersham, Frei-
burg
pMJ-Green AG Willecke, Bonn
pMT/V5-His B Invitrogen, Karlsruhe
pMry Stratagene, Heidelberg
pSOS Stratagene, Heidelberg




Die folgenden Oligonukleotide wurden für die ortsspezifische Mutagenese und die Am-
plifikation von DNA-Fragmenten mittels PCR verwendet.




CCG GAA TTC CGG CTT ATG ATG GAA
CTT TTG TCA AAC AAT
69,4 ◦C
Wech XbaI Stop TGC TCT AGA GCA TCA GAA TAC GTG




CGG GCC CGG AAT ACG GTC ACA AAC
CGC TT
76,1 ◦C





TCT AGA AGC ATC GCA ACA GTC CGC 66,9 ◦C
pWiz Wech re-
vers
TCT AGA TAA CAC TGG AGA CGC TCG
GC
69,4 ◦C
Wech RA F1 AGC GCA TGA ACG TGA GTT TTG 59,4 ◦C
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Bezeichnung Sequenz (5′ - 3′) Anlagerungs-
temperatur
Wech RA R1 GCG GTC CTA GGG TAT CCC AT 62,5 ◦C
Wech RC F1 GAG GAA CAG GCA ACG GCA C 61,6 ◦C
Wech RC R1 TTC ACT CTA CGC GTC GTA GG 63,1 ◦C
Wech-Ras-NHL
HindIII
CCC AAG CTT GGG ATG CGG ACA 76,1 ◦C
Wech-Ras-NHL
SmaI





GGA ATT CAT GGA GCA GAA ACT CAT















GGA ATT CAT GGA GCA GAA ACT CAT










GGA ATT CAT GGA GCA GAA ACT CAT










CCG CTC GAG TCA GAT CTT ATC GTC
GTC ATC CTT GTA ATC GAT TCC CAC









CCG CTC GAG TCA GAT CTT ATC GTC














CCG CTC GAG CGG TTA GAT CTT ATC
GTC GTC ATC CTT GTA ATC CTC ATC
GCC TTC GAT TCC GAA
78,6 ◦C
Alle Oligonukleotide wurden von der Firma Metabion synthetisiert. Die Stammlösung
(100pmol/µl) wurde für den Einsatz in der PCR 1:10 verdünnt.
2.8.2 Sequenzierprimer
Sämtliche Sequenzierungen wurden von der Firma 4base lab GmbH, Reutlingen durch-
geführt. Für die Sequenzierungen wurden folgende Oligonukleotide verwendet:
Bezeichnung Sequenz (5′ - 3′)
pADH (Agowa) GCT ATC AAG TAT AAA TAG ACC
TG
pCDNA3.1/BGH-rev TAG AAG GCA CAG TCG AGG
CMV CAA ATG GGC GGT AGG CGT GTA
pGex-5X GCT GGC AAG CCA CGT TTG GTG
pMyr 5′ ACT ACT AGC AGC TGT AAT AC
pMyr 3′ CGT GAA TGT AAG CGT TGA CAT
SP6 (Standard) ATT TAG GTG ACA CTA TA
T3 (Standard) ATT AAC CCT CAC TAA AGG GA
T7 (Standard) AAT ACG ACT CAC TAT AGG
pUAST F1 GTG AAC ACG TCG CTA AG
pUAST R1 GCG GTT GCC TGC TGA GA
2.8.3 real-time Primer
Für die Analyse mittels real time PCR wurden die folgenden Oligonukleotide verwendet:
Bezeichnung Sequenz (5′ - 3′)
Wech real time for TGG TTA AAT GCG TGC GTG AA
Wech real time rev CAA TCG AAC GGC TCC AAT TCT
Wech RT F1 ATG GGC CAC GTT CTC GTA TC
Wech RT R1 GAG GCG ATT CCT TTG GTT TG
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Bezeichnung Sequenz (5′ - 3′)
Actin5C F1 GTG CAC CGC AAG TGC TTC TAA
Actin5C R1 TGC TGC ACT CCA AAC TTC CAC
Rp49 (RpL32) F1 GCT AAG CTG TCG CAC AAA TG
Rp49 (RpL32) R1 GTT CGA TCC GTA ACC GAT GT
2.9 Genbank
Für die Amplifizierung einiger Gene, sowie für das Auffinden von neuen Interaktions-
partnern von Wech mit Hilfe des Hefe-Zwei-Hybridsystems wurde folgende Genbank
verwendet:
Drosophila melanogaster embryonale cDNA Bank (Stratagene, Kat.-Nr.: 200444) Anzahl
unabhängiger Klone: 9.5 x 106. Durchschnittliche Insertgröße: 0,3 - 3,2 kb Nicht amplifi-
ziert Angaben zur Bank-Konstruktion: mRNA wurde aus Drosophila Embryonal-Extrakt
isoliert und in cDNA mit Hilfe eines XhoI-oligo d(T)-Primers revers transkribiert. An
das 5′-Ende der cDNA wurde ein EcoRI Adapter ligiert. Adapter: 5′- AA TTC GGC
ACG AG - 3′. Die cDNA wurde mit XhoI geschnitten und in die EcoRI - XhoI Klonie-




XL1 Blue MRF ∆(mcrA)183, ∆(mcrCB-hsdSMR-mrr), endA1, gyrA96, lac(F−, proAB,
lacIFqZ∆M15, TN10(tetr), recA1, relA1, thi-1 (Stratagene, Heidelberg)
BL21-Codon Plus
(DE3)-RIL











Im Folgenden sind die in dieser Arbeit verwendeten Fliegenstämme mit ihrer Bezeich-
nung und Herkunft aufgelistet. Die Beschreibung der Genotypen folgt der Nomenklatr
nach Lindsley und Zimm (1992).
Balancerstämme
Bezeichnung Genotyp Chromosom Herkunft
Tft - wg lacZ Tft /CyO wg lacZ 2. Stammsammlung
Tft - hbB y w; Tft /CyO hbB 2. Stammsammlung
Pm w; Pm/CyO 2. Stammsammlung
Doppelbalancer yw; Sp /CyO ftz lacZ; Dr /TM3;









w; twiUASGFP/CyO 2. Stammsammlung
wg-lacZ-balancer w; wglacZ /CyO (Mz282) 2. Stammsammlung
P-Element Insertionen
Bezeichnung Genotyp Chromosom Herkunft
wechk08815 y1w67c23 ; P{lacW}wechk08815a 2. Bloomington
P[lacW]k08815b /CyO
wechEP2291 P{EP}wechEP2291 (EP(2)2291) 2. Szeged
wechKG07955 y1w67c23 ; P{SUPorP}wechKG07955/ 2. Bloomington
CyO
Mutanten
Bezeichnung Genotyp Chromosom Herkunft
wech66 w; wech66 /CyO 2. wurde während
dieser Arbeit
hergestellt
Df(2R)ST1 Df(2R)ST1, Adhn5 pr1 cn∗ /CyO 2. Bloomington
en; Df w; Df(2R)enE FRT/CyO 2. Stammsammlung
wgCX4 wgCX4 /CyO 2. Stammsammlung
hh1335 hh1335 /Ubx-lacZ 3. Stammsammlung
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Bezeichnung Genotyp Chromosom Herkunft
ifK27, αPS2, inte-
grin
ifK27 /FM7 1. Stammsammlung
ifB4, αPS2, inte-
grin
ifB4 /FM6 f 1. N. Brown
mysXG43, βPS,
integrin




y pn v; Dp(1;f)y+
1. Stammsammlung
tensin-GFP 33c w; gen tensin GFP33c (mutant) 3. N. Brown
tensin-GFP[∗8] w; gen tensin GFP[∗8] (WT+GFP) 3. N. Brown
ILK-GFP w f; ILK-GFP 3. N. Brown
Df-stripe Df(3R)DG4 /TM3 Sb[1] P{ftzlacZ} 3. G. Vorbrüggen
stripel155 sr[l155] /TM3, Sb, P{ftzlacZ} 3. G. Vorbrüggen
Dmef2113 stark hypomorph, wenig Myotuben 2. R.A. Schulz
Dmef265 schwach hypomorph, Muskeldeletio-
nen
2. R.A. Schulz
rhea2 Frameshift nach 1279 AS; endet mit
Stop-Codon nach weiteren 31AS
3. N. Brown
ilk1 mwh1 Ilk1 red1 e4 /TM3, Sb1 3. Bloomington
GAL4-Stämme
Bezeichnung Genotyp Chromosom Herkunft
engrailed-GAL4 w; en Gal4 /CyO 2. Stammsammlung
hs-GAL4 2x sev HSGal4 2. I. Zinke
da-GAL4 daG32 Gal4 (Ho 3) 3. Stammsammlung
69B-GAL4 69B Gal4 3. Stammsammlung
prd-GAL4 yw; p[w+;prd::Gal4]3 3. Stammsammlung
stripe-GFP-
GAL4
stripe Gal4; UAS-GFPenc /TM3,
Sb,Ser
3. P. Carrera
stripe-GAL4 w[∗];;P{w[+mW.hs]=GawB} 3. G. Vorbrüggen
srMD710,P{w+mC=UAS-
GFP} /TMlb, Hu[∗] Tb[∗]
wingless-GAL4 w;P[Gal4-wg.M]MA1 2. Stammsammlung




Bezeichnung Genotyp Chromosom Herkunft
UAS-Wg UAS wg /TM3 3. Stammsammlung
UAS-Hh UAS hh / SM6 2 2. Stammsammlung
UAS-Hh UAS hh M4 (IIII) 3. Stammsammlung
UAS-Inx3 yw; UAS-inx3 3. L. Stebbings
UAS-Inx2-Inx3 yw; UAS-inx2; UAS-Inx3 2. + 3. L. Stebbings
UAS-Vein yw; UAS-vein 3. T. Volk
UAS-Stripe w[∗] ;Pw+mC=UAS-srb#2.3 /CyO 2. G. Vorgrüggen
UAS-Wech-6 yw; UAS-Wech 1. wurde während
dieser Arbeit
hergestellt
UAS-Wech-10 yw; UAS-Wech 2. wurde während
dieser Arbeit
hergestellt




















yw; UAS-TalinHead-GFP 3. N. Brown
UAS-TalinRod-
GFP
yw; UAS-TalinRod-GFP 3. N. Brown
UAS-ILK-
Pkinase-Flag










Bezeichnung Genotyp Chromosom Herkunft
UAS-Wech-
BCC-Myc-12



















Bezeichnung Genotyp Chromosom Herkunft
pWiz-Wech-BA-
17



































Bezeichnung Genotyp Chromosom Herkunft
pWiz-Inx3-Ex4-
AB-35









Bezeichnung Genotyp Chromosom Herkunft
Transposase, ∆2-
3
wg591 /CyO; Sb ∆2-3 /TM6 Ubx 2. + 3. Stammsammlung
Transposase FM6;∆2-3 MKRS/∆2-3 TM2 1. + 3. Stammsammlung
Flp-ovoD-System
Bezeichnung Genotyp Chromosom Herkunft
wech66-
FRG13 /CyO














w+; ovoD1)32X9 / S Sp Ms(2)M
bwD /CyO
2. Bloomington
FRT-G13, ovoD1 FRT-G13, ovoD1 /CyO 2. Bloomington
FRT2R, ovoD1 P(ovoD1)2R FRT2R /CyO 2. Bloomington
FLP yw; FLP-1; Adv /CyO 1. + 2. Bloomington
FLP P[ry+ Flp] yw; hocsco /CyO 2. Bloomington
FRT M7 w; P[w+, FRT]G13 2. Bloomington








Bezeichnung Genotyp Chromosom Herkunft











(aus Berkeley Drosophila Genome Project)
Bezeichnung Gen Eigenschaften
LD02463 wech LD Library; Gewebequelle: D.m.-Embryo
(0-22 Std. alt); Vektor: pBluescript SK
(+/-)
SD07967 talin SD Library; Gewebequelle: Drosophila
Schneider L2-Zellen; Vektor: pOT2
LD24671 integrin linked kinase LD Library; Gewebequelle: D.m.-Embryo
(0-22 Std. alt); Vektor: pBluescript SK
(+/-)
SD01953 tensin SD Library; Gewebequelle: Drosophila
Schneider L2-Zellen; Vektor: pOT2
RE55238 myospheroid RE Library; Gewebequelle: D.m.-Embryo
(0-22 Std. alt); Vektor: pFLC-I
SD01953 myospheroid Cterminus SD Library; Gewebequelle: Drosophila
Schneider L2-Zellen; Vektor: pOT2
GH04080 black cells GH Library; Gewebequelle: D.m.-Adulte
(Gehirn); Vektor: pBluescript SK (+/-)
2.11 Medien für die Bakterien- und Hefekultur
2.11.1 Bakterienkultur
Zur Anzucht von Bakterienkulturen werden die folgenden Medien benötigt. Sämtliche
Medien werden für 20min bei 121 ◦C autoklaviert.
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LB-Agar 10 g NaCl; 10 g Tryptophan; 5 g Hefeextrakt; 20 g
Agar; auf 1 l mit A.bidest. auffüllen; mit 5M NaOH
den pH auf 7,0 einstellen, autoklavieren.
LB-Ampicillin-Agar 1 l LB-Agar autoklavieren, auf 60 ◦C abkühlen lassen;
1ml Ampicillin (50mg/ml sterilfiltriert) zugeben.
LB-Chloramphenikol-Agar l LB-Agar autoklavieren, auf 60 ◦C abkühlen lassen;
3ml Chloramphenikol (10mg/ml sterilfiltriert) zuge-
ben.
2.11.2 Hefekultur
Zur Anzucht von Hefekulturen werden die folgenden Medien benötigt, die wie oben be-
schrieben, autoklaviert werden. Bei diesen Medien empfiehlt es sich Ampicillin (50µg/ml)
zuzugeben, um mögliche Kontaminationen durch Bakterien zu vermeiden.
Galaktose-Minimalmedium 1,7 g Hefe-Stickstoffbasis ohne Aminosäuren; 5 g Am-
moniumsulfat; 20 g Galaktose; 10 g Raffinose; 17 g
Bacto-Agar; 0,67 g Aminosäuremix ohne Ura, Leu; auf
1 l mit A. bidest auffüllen.
Glukose-Minimalmedium 1,7 g Hefe-Sticksoffbasis ohne Aminosäuren; 5 g Am-
moniumsulfat; 20 g Glukose; 17 g Bacto-Agar, 0,67 g
Amminosäuremix ohne Ura, Leu; auf 1 l mit A.bidest
auffüllen.
YPAD-Agar 10 g Hefeextrakt; 20 g Pepton; 20 g Glukose; 20 g
Bacto-Agar; 40mg Adeninsulfat; auf 1 l mit A.bidest
auffüllen.
YPAD-Vollmedium 10 g Hefeextrakt; 20 g Pepton; 20 g Glukose; 40mg
Adeninsulfat; auf 1 l mit A.bidest auffüllen.
2.11.3 Medien für die Kultivierung von Drosophila melanogaster
Fliegefutter
(für 11 Liter)
90 g Fadenagar; 165 g Bierhefe; 615 g Maismehl; 1 l Rübensirup; 200ml 10%Nipagin-
Lösung. Während der Fadenagar in 8 l VE-Wasser gelöst wird, werden aus der Bierhefe
und dem Maismehl mit 3,3 l VE-Wasser ein Gemisch hergestellt, dass anschließend zu
dem gelösten Fadenagar gegeben und aufgekocht wird. Nach Zugabe des Rübensirups
wird das Futter für 15min unter Rühren gekocht. Sobald das Futter auf 60 ◦C abgekühlt
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ist, werden 200ml Nipagin-Lösung zugegeben und das Futter auf die Futterröhrchen
verteilt.
Apfelsaftagarplatten
4 l A.bidest werden mit 85 g Agar aufgekocht und auf 65 ◦C abgekühlt. 1 l Apfelsaft
wird mit 100 g Zucker gemischt und ebenfalls auf 65 ◦C erhitzt. Zu dem Apfelsaft-
Zuckergemisch werden 40ml Nipagin-Lösung gegeben und mit dem Agar-Wassergemisch




3.1 Plasmid-Isolierung aus E.coli
3.1.1 Isolierung von Plasmiden im analytischen Maßstab
(Minipräparation)
3ml LB-Medium mit dem entsprechenden Antibiotikum werden mit einer einzelnen Bak-
terienkultur angeimpft und ÜN bei 37 ◦C in einem Schüttler (220UpM) inkubiert. Diese
ÜN-Kultur wird bei 5000UpM 2min pelletiert und der Überstand vollständig verwor-
fen. Das Pellet wird in 200µl TELT-Lysozymlösung durch vortexen resuspendiert. Die
Suspension wird im Anschluss für 3min gekocht. Nach diesem Hitzeschock, bei dem
die Bakterienzellwände aufgebrochen werden, wird der Ansatz 2min auf Eis abgekühlt,
und die Bakterien-DNA 15min bei 13000UpM pelletiert. Das Sediment wird verwor-
fen und zu dem Überstand werden 200µl Isopropanol gegeben. Durch Zentrifugation
(30min, 13000UpM, 4 ◦C) wird die Plasmid-DNA sedimentiert, mit 500µl 70% Etha-
nol gewaschen und erneut 10min zentrifugiert (13000UpM, RT). Anschließend wird die
Plasmid-DNA entweder an der Luft oder in der Speed-Vac getrocknet und in 50µl Aqua
bidest (autoklaviert) gelöst. Die DNA kann so bei -20 ◦C gelagert werden.
3.1.2 Isolierung von Plasmiden im präparativen Maßstab
(Midipräparation)
(Nucleospin Plasmid Midi Kit, Macherey & Nagel)
Um größere Mengen an Plasmid-DNA zu gewinnen, werden 50ml LB-Medium mit dem
entsprechenden Antibiotikum mit einer einzelnen Bakerienkultur angeimpft und ÜN bei
37 ◦C in einem Schüttler (220UpM) inkubiert. Die Plasmid-DNA der Bakterien dieser
ÜN-Kultur wird mit Hilfe des „Nucleospin Plasmid Midi Kits“ (Macherey & Nagel,
Düren) gewonnen. Nach alkalischer Lyse der Bakterien wird die Plasmid-DNA unter
Verwendung von „AX 100“ Anionenaustausch-Säulen (Macherey & Nagel, Düren) gemäß
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den Herstellerangaben aufgereinigt. Die so gewonnene Plasmid-DNA wird in 200µl 1x
TE-Puffer aufgenommen, und kann bei -20 ◦C gelagert werden.
3.2 Isolierung von genomischer DNA aus Fliegen
Zur Isolierung von genomischer DNA aus adulten Fliegen werden etwa 30 Fliegen in ein
1,5ml Reaktionsgefäß überführt und in flüssigem Stickstoff schockgefroren. Anschließend
werden die Fliegen in 400µl Puffer A mit Hilfe eines Homogenisators zerkleinert und für
30min bei 65 ◦C inkubiert. Nach Zugabe von 800µl LiCl/KAc Lösung (1 Teil 5M KAc
: 2,5 Teile 6M LiCl) wird der Ansatz für 10min auf Eis inkubiert und im Anschluss
15min bei 6000UpM und RT zentrifugiert, wodurch die Zelltrümmer sedimentiert wer-
den. Der Überstand wird in ein neues 1,5ml Reaktionsgefäß überführt und mit 600µl
Isopropanol versetzt. Es folgt eine 15minütige Zentrifugation bei 6000UpM und RT, bei
der die gefällte genomische DNA sedimentiert wird. Das Pellet wird mit 500µl 70%igem
Ethanol (6000UpM, RT, 10min) gewaschen und anschließend an der Luft getrocknet.
Die getrocknete DNA wird in 100µl TE-Puffer aufgenommen und bei -20 ◦C gelagert.
3.3 Isolierung von RNA aus Gewebe
(Nucleospin RNA2 Kit, Macherey & Nagel)
Zur Isolation der Gesamt-RNA aus Embryonen werden diese (100 - 200µl) mit PBS ge-
waschen, in ein 2ml Reaktionsgefäß überführt und der Überstand entfernt. Anschließend
werden die Embryonen in 600µl Puffer RA1 und 6µl β-Mercaptoethanol mit Hilfe eines
Homogenisators zerkleinert. Die Suspension wird auf einen NucleoSpin Filter (violett)
geladen und für 1min bei 11000UpM zentrifugiert. Der Durchfluss wird in ein neu-
es 1,5ml Reaktionsgefäß gegeben und mit 600µl 70%igem Ethanol durch pipettieren
gemischt. Das Gemisch wird auf einen neuen NucleoSpin Filter (blau) geladen und ge-
mäß den Herstellerangaben aufgereinigt. Die so gewonnene Gesamt-RNA wird in 60µl
RNase-freiem Aqua bidest aufgenommen und bei -80 ◦C gelagert.
3.4 cDNA-Synthese
(Qiagen QuantiTect Reverse Transcription Kit)
Die Reverse Transkription von mRNA zu cDNA erfolgt mit dem „QuantiTect Kit“ von
Qiagen. Bevor mit der eigentlichen cDNA-Synthese begonnen werden kann, muss die
restliche DNA aus der Gesamt-RNA entfernt werden. Hierzu werden 1µg RNA mit 2µl
gDNA wipe-out Puffer (7x) versetzt und der Ansatz mit RNase-freiem Aqua bidest auf
14µl aufgefüllt. Anschließend wird die Probe für 2min bei 42 ◦C inkubiert und im An-
schluss bei 4 ◦C gelagert.
Für jede neu isolierte RNA wurde neben der RT-Reaktion (siehe unten) eine Reaktion
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ohne Reverse Transkriptase (- RT-Kontrolle) angesetzt, um zu testen, ob die Gesamt-
RNA trotz Entfernung der DNA durch die DNase-Behandlung mit genomischer DNA
kontaminiert war. Die Reverse Transkriptase (RT) Reaktion wird wie in der angegebenen
Tabelle pipettiert und für 30min bei 42 ◦C, gefolgt von 3min bei 95 ◦C inkubiert und
im Anschluss auf Eis gestellt. Bei einer RNA-Ausgangskonzentration von 1µg wird die
Reaktion auf 50µl mit Aqua bidest aufgefüllt und kann nun bei -20 ◦C gelagert werden.
Ansatzvolumen
-RT +RT
RT 5x Puffer 2µl 2µl
Primer-Mix 0,5µl 0,5µl
RNA (-gDNA) 7µl 7µl
RNase freies Aqua bidest 0,5µl
Reverse Transcriptase 0,5µl
Tab. 3.1: Schema der cDNA-Ansätze dieser Arbeit.
3.5 Agarosegelelektrophorese
Zur Auftrennung von DNA-Fragmenten wird die Agarosegelelektrophorese verwendet.
Zur Herstellung der Agarosegele (1% bzw. 2%) wird die Agarose in 1x TAE-Laufpuffer
aufgenommen und durch Aufkochen gelöst. Anschließend wird diese Lösung in eine ent-
sprechende Gelkammer gegeben und Syber-Safe in einer Endkonzentration von 1µg/ml
zugegeben. Das Syber-Safe interkaliert während der Elektrophorese mit der DNA, so
dass diese im Anschluss unter UV-Licht sichtbar wird. Das erhärtete Gel wird in einer
Gelbettkammer mit 1x TAE-Laufpuffer überschichtet. Bevor die DNA-Proben in die
Geltaschen gefüllt werden, werden sie mit einem zehntel Gelladepuffer (10x) versetzt.
Dieser Ladepuffer erhöht die Dichte der DNA-Lösung, so dass sie in die Geltaschen
absinkt. Die Farbstoffe im Laufpuffer bewegen sich proportional zur Proben-DNA und
erlauben eine Abschätzung wie weit der Elektrophoreselauf fortgeschritten ist.
Legt man nach dem Beladen der Taschen mit DNA-Lösung eine elektrische Spannung
an, wandert die DNA, die beim pH-Wert des Laufpuffers negativ geladen ist, proportio-
nal ihres Molekulargewichtes zur Anode. Die kleineren Fragmente können aufgrund der
geringeren Reibung am Gelmaterial leichter und somit schneller durch das Gel wandern
als die größeren Fragmente. Um die Fragmente größenmäßig einordnen zu können, wird
zum Vergleich ein entsprechender Größenstandard aufgetragen. Die Agarosegele werden
nach Beendigung der Elektrophorese unter dem UV-Licht ausgewertet.
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Mit Hilfe der Agarosegelelektrophorese kann man z.B. PCR-Produkte identifizieren, Re-
striktionsspaltungen kontrollieren und DNA-Fragmentgrößen abschätzen.
3.6 Polymerase-Kettenreaktion (PCR)
Die PCR ist ein Verfahren mit der beliebige Nukleinsäureabschnitte amplifiziert wer-
den können. Um die DNA-Amplifikation durchführen zu können, müssen zuerst zwei
Oligonukleotide (Primer) hergestellt werden, die komplementär zum 5′-Ende bzw. 3′-
Ende des zu synthetisierenden Fragments sind. Ausgangspunkt der DNA-Synthese ist
eine DNA-Matrize, welche die zu amplifizierende Region beinhaltet. Die DNA-Synthese
besteht aus drei zeitlich genau definierten Reaktionen, die durch unterschiedliche Tem-
peraturen gekennzeichnet sind. Zuerst werden die gebildeten Doppelstränge denaturiert
(94 ◦C), so dass am Ende dieser Phase nur noch einzelsträngige DNA-Fragmente vorlie-
gen. Anschließend wird die Temperatur kurzzeitig auf einen Bereich gesenkt, in dem die
im Überschuss vorliegenden Oligonukleotide mit den komplementären Bereichen auf der
Ziel-DNA hybridisieren können (Anlagerungsphase). Im letzten Schritt wird die Tem-
peratur auf 72 ◦C, dem Temperaturoptimum der hitzestabilen DNA-Polymerase (Taq-
Polymerase), erhöht, so dass die neuen Stränge durch diese DNA-Polymerase in Kombi-
nation mit den vorhandenen Desoxynukleotid-Triphosphaten synthetisiert werden kön-
nen (Synthesephase). Da bei jedem folgenden Zyklus die vorhandene DNA als Vorlage
dient, wird so bei jedem weiteren Zyklus die DNA verdoppelt. Die Vermehrung der
Amplifikate erfolgt somit exponentiell. Nach Beendigung des letzten Zyklus folgt eine
mehrminütige Synthesephase, um die noch nicht vollständig abgeschlossenen Synthesen
zu beenden und sämtliche Matrizen-DNA in doppelsträngige Produkte zu überführen.
Oftmals ist es wichtig, ein DNA-Fragment absolut korrekt zu amplifizieren, da die Se-
quenz in weiteren Experimenten korrekt exprimiert werden soll. Daher wird für diese
Reaktionen eine spezielle Pfu-Polymerase (Stratagene) verwendet, die sich durch ihre




Jeder PCR-Ansatz setzt sich nach folgendem Schema zusammen:
Ansatzvolumen
25µl 50µl
Matrizen-DNA 1-20 ng 1-20 ng
Oligostartermolekül 1 10 pmol 10 pmol
Oligostartermolekül 2 10 pmol 10 pmol
10x PCR-Puffer (polymeraseabhängig) 2,5µl 5µl
dNTP-Lösung (dATP, dGTP, dCTP, dTTP je 25mM) 4µl 8µl
Taq oder Pfu-Polymerase 1 u 1 u
Aqua bidest ad 25µl ad 50µl
Tab. 3.2: Schema der PCR-Ansätze in dieser Arbeit.
3.7 DNA-Aufreinigung
3.7.1 Aufreinigung von DNA-Fragmenten
(Nucleospin Extract2)
Mit Hilfe dieser Methode lassen sich in Lösung gebrachte DNA-Fragmente von Bestand-
teilen wie Oligonukleotiden, Polymerasen, Enzymen und Salzen trennen. Zu der DNA-
Probe werden 4Volumen Puffer NT2 gegeben und durch pipettieren gemischt. Diese
Suspension wird auf eine Nucleospin-Extract-Säule gegeben. Es folgt eine einminütige
Zentrifugation bei 13000UpM, bei der die Probe die Säule durchläuft und das aufzu-
reinigende DNA-Fragment an dem Säulenmaterial haften bleibt. Anschließend wird die
Säule mit 600µl und 200µl Puffer NT3 gewaschen. So werden die noch verbliebenen
Verunreinigungen entfernt. Um Rückstände des ethanolhaltigen Puffers NT3 zu entfer-
nen wird die Säule im Anschluss noch einmal trocken zentrifugiert (2min, 13000UpM),
bevor mit der eigentlichen Elution der DNA-Fragmente begonnen wird. Die DNA wird
mit 50µl Aqua bidest in ein neues 1,5ml Reaktionsgefäß eluiert.
3.7.2 Natriumacetat-Fällung
Zu einer aufgereinigten DNA-Lösung werden 1/10 Volumen 3M Natriumacetat (pH5,2)
und 2,5 Volumen 100%iges Ethanol gegeben. Der Ansatz wird durch pipettieren ge-
mischt und eine Stunde (wahlweise ÜN) bei -20 ◦C gefällt. Es folgt eine Zentrifugation
für 30min bei 13000UpM und 4 ◦C. Im Anschluss wird der Überstand vorsichtig ab-
genommen und das Pellet mit 70%igem Ethanol gewaschen (10min, 13000UpM, 4 ◦C).
Der Überstand wird abermals vorsichtig abgenommen und das Pellet in der Speed-Vac
getrocknet (5min, 37 ◦C). Die getrocknete DNA kann nun in dem gewünschten Volumen
Aqua bidest resuspendiert werden.
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3.7.3 Aufreinigung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen
(Nucleospin Extract2, Macherey & Nagel)
Die Isolierung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen dient dazu, DNA-Fragmente glei-
cher Größe aus einer Lösung unterschiedlich großer DNA-Fragmente zu erhalten. Nach
der elektrophoretischen Auftrennung der DNA-Fragmente wird die gesuchte Bande un-
ter UV-Licht ausgeschnitten und das Gelstück in ein 1,5ml Reaktionsgefäß überführt
und gewogen. Zu 100mg DNA werden 200µl Puffer NT1 pipettiert. Die Probe wird für
10min bei 56 ◦C auf dem Schüttler inkubiert und zwischendurch gevortext, bis sich das
Gelstück vollständig gelöst hat. Anschließend wird die DNA über Ionenaustauschchro-
matographie entsprechend den Angaben des Herstellers aufgereinigt. Die Elution der an
die Säulenmatrix gebundenen DNA erfolgt mit 50µl Aqua bidest.
3.7.4 Photometrische Konzentrations- und Reinheitsbestimmung von
gereinigter DNA
Die Konzentrationsbestimmung vollständig gelöster DNA erfolgt über die Messung der
optischen Dichte (OD) bei einer Wellenlänge von 260 nm. Hierzu werden 2,5µl der zu
messenden DNA-Probe zu 497,5µl Aqua bidest gegeben, und die Absorption in einer
Quarzküvette bei 260 nm gegen Aqua bidest als Nullwert in einem Spektralphotometer
bestimmt. Die Nukleinsäurekonzentration errechnet sich aus der Absorption bei 260 nm,
der Verdünnung (hier 200) und einem für DNA bzw. Oligonukleotide spezifischen Multi-
plikationsfaktor. Dieser Faktor beträgt für einzelsträngige DNA und Oligonukeotide 33,




OD260 ∗Multiplikationsfaktor ∗ V erdünnungsfaktor
1000
Da die Lösung neben DNA auch Verunreinigungen in Form von RNA, Salzen, Phenol,
Ethanol und Proteinfragmenten enthalten kann, wird die Konzentration zusätzlich bei
einer OD280 gemessen, da die aromatischen Molekülstrukturen bei dieser Wellenlänge
besonders lichtabsorbierend wirken. Der Quotient aus den Absorptionen bei 260 nm und
280 nm gibt Aufschluss über die Reinheit der DNA-Lösung. Werte zwischen 1,8 und 2,0
weisen auf hochreine DNA hin. Darunter liegende Werte weisen auf Verunreinigungen
der oben genannten Substanzen hin.
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3.8.1 Enzymatische Spaltung von DNA durch Restriktions-
endonukleasen
Mit Hilfe von Restriktionsendonukleasen, welche eine für sie spezifische Zielsequenz er-
kennen, lässt sich DNA schneiden. Für einen solchen Restriktionsverdau wird etwa 1µg
der zu schneidenden DNA, ein Zehntel des zu dem Enzym gehörenden Puffers, und das
entsprechende Enzym (3 - 5 Units pro µg DNA) in ein 1,5ml Reaktionsgefäß gegeben.
Der Ansatz wird mit Aqua bidest auf ein Gesamtvolumen von 20µl aufgefüllt und für
2 - 3 Std. bei 37 ◦C inkubiert. Bei einem Doppelverdau wird die DNA gleichzeitig mit
zwei verschiedenen Restriktionsendonukleasen geschnitten. Dabei ist zu beachten, dass
beide eingesetzten Enzyme unter den gleichen Bedingungen (entsprechender Puffer) eine
75 - 100%ige Aktivität aufweisen.
3.8.2 Vorbereitung eines Plasmidvektors für die Aufnahme von
Passagier-DNA
Um isolierte DNA-Fragmente (Passagier-DNA) aufnehmen zu können, muss ein Plas-
midvektor zuerst mit Hilfe von Restriktionsendonukleasen geschnitten werden (siehe
3.8.1). Um eine Religation des Plasmidvektors zu vermeiden, werden die überstehenden
5′-Phosphatgruppen, die für eine Ligationsreaktion erforderlich sind, abgespalten. Bei
dem späteren Einbau von DNA-Fragmenten stellen diese die für die Ligation erforderli-
che 5′-Phosphatgruppe zur Verfügung. Für die Dephosphorylierungsreaktion werden zu
etwa 100 ng geschnittenem Plasmidvektor 1µl (1U/µl) alkalische Krabben-Phosphatase
und ein Zehntel des 10x Dephosphorylierungspuffers gegeben. Der Ansatz wird mit Aqua
bidest auf ein Gesamtvolumen von 20µl aufgefüllt und für 45min bei 37 ◦C inkubiert.
Um die alkalische Phosphatase nach der Dephosphorylierungsreaktion zu inaktivieren,
wird der Ansatz einem Hitzeschock bei 65 ◦C für 15min ausgesetzt.
3.8.3 Ligation von DNA-Fragmenten
Die Ligation eines linearisierten und dephosphorylierten Plasmidvektors mit einem zu
klonierenden DNA-Fragment ist eine intermolekulare Veresterungsreaktion zwischen den
5′-Phosphatenden der zukünftigen Passagier-DNA und den 3′-OH-Enden des Vektors.
Dabei entstehen ringförmige, fremd-DNA-haltige Plasmide, die an den Insertionsstellen
nur über einen durchgehenden Einzelstrang miteinander verbunden sind, da die durch
die Dephosphorylierung des Vektors entstandenen 5′-Enden nicht mit den 3′-OH-Enden
der Passagier-DNA verestert werden können. Der endgültige Ringschluss findet erst nach
der anschließenden Transformation (siehe 3.9.2) durch Reparaturenzyme der Wirtszelle
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statt. Die für die Ligationsreaktion einzusetzende Menge an DNA-Fragmenten ist abhän-
gig von dem Größenverhältnis zwischen Vektor- und Passagier-DNA, da in der Regel auf
Äquimolarität Wert gelegt wird, um Konkatemerisierungen mehrerer Passagier-DNA-
Moleküle zu vermeiden. Die einzusetzende Aktivität an T4-Ligase beträgt 1 U. Das End-
volumen des Ligationsansatzes sollte nicht mehr als 20µl (optimal 15µl) betragen, um
eine optimale Dichte an kohäsiven Enden zu gewährleisten. Die Ligationsreaktion wird
ÜN bei einer für die T4-Ligase suboptimalen Temperatur von 14 ◦C durchgeführt, um
durch die temperaturbedingte niedrige molekulare Bewegungsgeschwindigkeit stabilere,
für die Ligationsreaktion erforderlichen Ende-an-Ende-Anlagerungen zu ermöglichen.
3.8.4 TOPO-Klonierung
(TOPO TA Cloning Kit, Invitrogen)
Die TOPO-Klonierung ist eine sehr effiziente Methode, bei der das mittels Taq-Poly-
merase amplifizierte PCR-Produkt direkt in den Plasmidvektor inseriert wird. Die Taq-
Polymerase besitzt eine terminale Transferase-Aktivität, die ein einzelnes dATP an das
3′-OH-Ende des PCR-Produktes hängt. Gleichzeitig hat der linearisierte pCRII-TOPO-
Vektor an seinen 3′-OH-Enden ein einzelnes überhängendes dTTP. Durch die an den
linearisierten Vektor kovalent gebundene TopoisomeraseI aus dem Vaccinia Virus ist es
möglich, das PCR-Produkt effizient mit dem Plasmidvektor zu ligieren. Für die TOPO-
Ligationsreaktion werden 0,5µl DNA, 1µl Salzlösung, 1µl pCRII-TOPO-Vektor und
2,5µl Aqua bidest zusammengegeben und durch pipettieren gemischt. Der Ansatz wird
anschließend 5min bei RT inkubiert. Im Anschluss werden 2µl dieses Ansatzes zu 100µl
der zuvor aufgetauten „One Shot“ kompetenten Bakterien (sind im Kit enthalten) gege-
ben und dieser Transformationsansatz für 20min auf Eis inkubiert. Es folgt ein Hitze-
schock bei 42 ◦C für 30 sek. während dem die Bakterien die DNA aufnehmen. Anschlie-
ßend werden 250µl auf RT vorgewärmtes LB-Medium zu den Bakterien pipettiert und
für eine Stunde bei 37 ◦C und 1000UpM auf einem Schüttler inkubiert. Währenddes-
sen werden auf LB-Agarplatten mit dem entsprechenden Antibiotikum 50µl XGal (nach
Herstellerangaben in DMSO gelöst) ausgestrichen und die Platten bei 37 ◦C getrocknet.
Nach der einstündigen Inkubation werden auf eine LB-Agarplatte mit XGal 50µl des
Transformationsansatzes ausgestrichen, und der Rest auf einer weiteren LB-Agarplatte
mit XGal. Die Platten werden ÜN bei 37 ◦C inkubiert und am nächsten Tag finden sich
blaue und weiße Kolonien auf den Platten. Die blauen Kolonien enthalten den religierten
Vektor ohne PCR-Produkt, da hier noch das lacZ -Gen durch seinen Promotor abgele-
sen werden kann. Die weißen Kolonien enthalten dagegen vollständige Plasmid-DNA, da
hier durch die Insertion des PCR-Produktes das lacZ -Gen zerstört ist und nicht mehr
abgelesen werden kann.
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3.9 Herstellung und Transformation kompetenter
Bakterien
3.9.1 Herstellung kompetenter Bakterien
Herstellung chemokompetenter Bakterien (DH5α und BL21)
(nach Hannahan)
10ml LB-Medium werden mit Zellen einer einzelnen Bakterienkolonie (DH5α oder BL21)
angeimpft und ÜN bei 37 ◦C in einem Schüttler inkubiert. Von dieser Vorkultur werden
am nächsten Morgen 2ml in 50ml frisches LB-Medium überimpft und weiter im Schütt-
ler bei 37 ◦C inkubiert. Bei einer optischen Dichte (OD) bei 550 nm von 0,5 wird die
Kultur in ein 50ml Falcon überführt und zentrifugiert (15min, 1000UpM, 4 ◦C). Das
erhaltene Pellet wird in 1/3 des Ausgangsvolumens eiskalter RF-1 Lösung resuspen-
diert. Diese Suspension wird 15min auf Eis inkubiert, bevor sie erneut zentrifugiert wird
(15min, 1000UpM, 4 ◦C). Das Pellet wird in 1/12 des Ausgangsvolumens RF-2 Lösung
aufgenommen. Nach einer weiteren Inkubation für 15min auf Eis werden die Zellen zu
je 200µl aliquotiert, in flüssigem Stickstoff schockgefroren und die Aliquots bei -80◦C
gelagert.
Herstellung elektrokompetenter Bakterien (DH5α)
100ml LB-Medium werden mit einer Einzelkolonie DH5α-Zellen angeimpft und ÜN bei
37 ◦C in einem Schüttler inkubiert. Anschließend wird so viel Kultur in 200ml frisches
LB-Medium überimpft, dass die optische Dichte (OD) bei 600 nm etwa 0,1 beträgt. Nach
einer weiteren Inkubation bei 37 ◦C im Schüttler sollte die OD600 zwischen 0,5 und 0,8
liegen. Bei dieser OD können die Zellen pelletiert werden (15min, 3760UpM). Ab jetzt
müssen alle weiteren Arbeiten auf Eis bzw. bei 4 ◦C durchgeführt werden. Das erhalte-
ne Pellet wird in 200ml eiskaltem Aqua bidest aufgenommen und erneut zentrifugiert
(15min, 3760UpM, 4 ◦C). Im Anschluss wird das Pellet in 5ml sterilfiltriertem Aqua
bidest mit 10% Gylcerol aufgenommen und wiederum wie oben pelletiert. Diese Zellen
werden abschließend in 2ml sterilfiltriertem Aqua bidest mit 10% Glycerol aufgenom-
men und zu je 200µl aliquotiert, in flüssigem Stickstoff schockgefroren und bei -80 ◦C
gelagert.
3.9.2 Transformation kompetenter Bakterien
Transformation chemokompetenter Bakterien
Nachdem die chemokompetenten Bakterien auf Eis aufgetaut wurden, gibt man 100 ng
Plasmid-DNA zu 100µl kompetenten Bakterien. Die Bakterien werden durch pipettieren
mit der DNA gemischt und für 30min auf Eis inkubiert. In dieser Zeit lagern sich die
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Plasmide an die Zellwände der Bakterien. Es folgt ein einminütiger Hitzeschock bei 42 ◦C
während dem die Zellmembran destabilisiert wird und somit die Aufnahme der Plasmid-
DNA in die Bakterien erfolgt. Nach dem Hitzeschock wird der Transformationsansatz für
2min auf Eis abgekühlt und anschließend mit 900µl auf RT vorgewärmten LB-Medium
versetzt. Es folgt eine einstündige Inkubation des Ansatzes bei 37 ◦C auf dem Schüttler
(1000UpM). Nach der folgenden Zentrifugation bei 13000UpM für 10 sek. wird der Über-
stand verworfen, die pelletierten Bakterien im Rückfluss resuspendiert, und der gesamte
Ansatz auf einer LB-Agarplatte mit dem entsprechenden Antibiotikum ausgestrichen
und die LB-Platte ÜN bei 37 ◦C inkubiert.
Transformation elektrokompetenter Bakterien
Die kompetenten Bakterien werden auf Eis für 10 - 20 min aufgetaut und anschließend
vorsichtig resuspendiert. 75µl der kompetenten Bakterien werden zusammen mit 65µl
Aqua bidest und 2,5µl Plasmid-DNA in eine 2mm Elektroporationsküvette (eiskalt) ge-
geben. Die Elektroporation erfolgt durch einen kurzen Stromstoß (6,5ms, 2500V, 4µF)
bei dem die Plasmid-DNA von den Bakterien aufgenommen wird. Unmittelbar nach
dem Stromstoß werden 840µl auf 37 ◦C vorgewärmtes LB-Medium zu dem Ansatz ge-
geben und durch pipettieren gemischt. Der gesamte Transformationsansatz wird in ein
1,5ml Reaktionsgefäß überführt und für 1 Std. bei 37 ◦C auf dem Schüttler (1000UpM)
inkubiert. Danach wird die Bakteriensuspension, wie bei den chemokompetenten Bak-
terien beschrieben, pelletiert, das Pellet im Rückfluss resuspendiert und auf einer LB-





HeLa-Zellen sind die ersten menschlichen Zellen, aus denen eine permanente Zelllinie eta-
bliert wurde. Sie bestehen aus menschlichen Epithelzellen eines Zervixkarzinoms (Ge-
bärmutterhalskrebs). HeLa-Zellen werden in einer 75ml Zellkulturflasche in DMEM-
Medium mit 10% Serum (FCS) und 1% Antibiotikum (in der vorliegenden Arbeit ist
dies immer Penicillin/Streptomycin) bei 37 ◦C und 5%iger CO2-Begasung kultiviert.
Transiente Transfektion von HeLa-Zellen zur Proteinextrakt-Herstellung
HeLa-Zellen werden am Vortag der Transfektion mit einer Dichte von 1x 106 Zellen/ml
in 100mm Schalen ausgesät. Die Transfektion der Zellen erfolgt mit Hilfe von Metafec-
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tene (Biontex). Dazu werden 2,5µg DNA mit 350µl serumfreien Medium (DMEM) in
ein 1,5ml Reaktionsgefäß gegeben. In ein weiteres 1,5ml Reaktionsgefäß werden zu den
350µl serumfreien Medium 10µl Metafectene pipettiert. Beide Ansätze werden im An-
schluss zusammen gegeben, gut gemischt und 20min bei RT inkubiert um die Bildung der
DNA-Lipidkomplexe zu ermöglichen. Während der 20minütigen Inkubation werden die
Zellen mit PBS gewaschen. Nach der Inkubationszeit werden die Lipid-DNA-Komplexe
in 8ml DMEM mit 5% Serum aufgenommen und zu den Zellen gegeben. Nach 24 Std.
erfolgt die Zellernte durch Ablösen der Zellen vom Boden mit einem Zellschaber und
anschließende Zentrifugation bei 800UpM für 10min. Danach wird das Zellpellet mit
PBS gewaschen, erneut zentrifugiert (800UpM, 10min) und bei -80 ◦C gelagert.
Transiente Transfektion von HeLa-Zellen für die Immunhistochemie
Am Vortag der Transfektion werden die HeLa-Zellen mit einer Dichte von 1x 104 Zel-
len/ml auf Deckgläschen, die sich in einer 12well-Platte befinden, ausgesät. Die Trans-
fektion erfolgt mit Hilfe von Metafectene (Biontex). Hierzu werden 1µg DNA, 2µl Meta-
fectene und 100µl serumfreies Zellkulturmedium (DMEM) in ein 1,5ml Reaktionsgefäß
gegeben, gut gemischt und 20min bei RT inkubiert. Während der Inkubationszeit werden
die Zellen mit PBS gewaschen. Nach den 20min Inkubation wird das DNA-Metafectene-
Gemisch zusammen mit 500µl DMEM mit 10% Serum (FCS) zu den Zellen gegeben
und diese 24 Std. bei 37 ◦C inkubiert.
Immunhistochemie an HeLa-Zellen
Das Deckgläschen mit den transfizierten Zellen wird 2x mit eiskaltem PBS gewaschen
und anschließend mit 100% eiskaltem Methanol für 10min bei -20 ◦C fixiert. Nach der
Fixierung werden die Zellen mehrmals mit eiskaltem PBS gewaschen und für 10min
mit 0,1%TritonX-100 in PBS permeabilisiert und 1 Std. in 1%BSA in PBS blockiert.
Der primäre Antikörper wird in 1%BSA in PBS verdünnt und für 1 Std. zu den Zellen
gegeben. Danach wird das Deckgläschen 4x 5min mit 0,1%BSA in PBS gewaschen, der
sekundäre Antikörper in 0,1%BSA in PBS verdünnt, auf die Zellen gegeben und 1 Std.
bei RT inkubiert. Im Anschluss wird das Deckgläschen einmal mit PBS und einmal mit
Aqua bidest gewaschen, und die Zellen auf dem Deckgläschen mit Gelmount-Medium




3.10.2 Herstellung von Proteinextrakten
Herstellung von Proteinextrakten aus Zellen
Die zuvor geernteten und bei -80 ◦C gelagerten Zellpellets (siehe 3.10.1) werden auf Eis
aufgetaut und mit 500µl Ripa-Puffer versetzt und gut gemischt. Anschließend werden
die Proben für 20min auf Eis inkubiert, damit die chemische Lyse durch den Ripa-Puffer
erfolgen kann. Danach werden die Zellen mit einer Nadel chemisch geschert und abschlie-
ßend die Zelltrümmer bei 8000UpM für 30min (4 ◦C) abzentrifugiert. Der Proteinextrakt
im Überstand wird in ein neues 1,5ml Reaktionsgefäß überführt, mit Protease-Inhibitor
versetzt und bei -80 ◦C gelagert.
Herstellung von Proteinextrakten aus Drosophila melanogaster
Aus allen Entwicklungsstadien der Fruchtfliege Drosophila melanogaster ist es gleicher-
maßen möglich Proteinextrakte herzustellen. Zunächst wird ein Volumen von etwa 200µl
Embryonen, Larven, Puppen bzw. Fliegen in einem 1,5ml Reaktionsgefäß gesammelt.
Die Individuen werden mit 200 - 500µl Ripa-Puffer versetzt und mit Hilfe eines Pistills
mechanisch zermörsert. Im Anschluss werden die Proben 20min auf Eis inkubiert, um die
chemische Lyse durch den Ripa-Puffer einzuleiten. Abschließend erfolgt der Aufschluss
der Gewebe durch eine 3x 10 sekündige Ultraschallbehandlung und die Sedimentation
der Zelltrümmer (8000UpM, 10min, 4 ◦C). Der Proteinextrakt im Überstand wird in
ein neues 1,5ml Reaktionsgefäß überführt, mit Protease-Inhibitor versetzt und bei -80 ◦C
gelagert.
Herstellung von Proteinextrakten aus Bakterien
Die ÜN bei 37 ◦C in LB-Medium mit dem entsprechenden Antibiotikum angezogene
Bakterienkultur wird in ein 50ml Falcon überführt und für 10min bei 5000UpM sedi-
mentiert. Das Sediment wird nun in 5ml des entsprechenden Lysis-Puffers (Ripa oder
PBS + 0,5%Tween + 0,2mg/ml Lysozym) mit Protease-Inhibitor resuspendiert und für
20min auf Eis inkubiert. Bei dieser Inkubation wird die chemische Lyse durch den Puffer
eingeleitet. Anschließend folgt der endgültige Aufschluss der Zellwände durch eine Ul-
traschallbehandlung bei 4 ◦C (1min, 50%; 1min 70%, cycle 30; 1min 70%; dazwischen
immer 2 - 4min Pause). Die Zelltrümmer werden durch eine 10minütige Zentrifugation
bei 5000UpM, 4 ◦C sedimentiert. Der Überstand enthält den Proteinextrakt, der in ein
neues 15ml Falcon überführt wird. Bis zur weiteren Verwendung kann der Extrakt so
bei -80 ◦C gelagert werden.
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3.10.3 Konzentrationsbestimmung isolierter Proteine mit dem
BCA-Test
(BCA Protein Assay Kit, Pierce)
Mit Hilfe des BCA Proteintests kann der Proteingehalt eines Proteinextraktes ermit-
telt werden. Hierbei erfolgt der quantitative Nachweis über eine Farbreaktion zwischen
den funktionellen Gruppen der Proteine und einem farbstoffbildenden Reagenz. An-
hand der Intensität der Farbreaktion lässt sich nun die Proteinkonzentration der Lösung
ermitteln. Um eine genaue Konzentrationsbestimmung durchführen zu können, muss zu-
erst eine Eichgerade mit dem im Proteinextrakt vorhandenen Puffer hergestellt werden.
Die Erstellung einer Eichgeraden erfolgt mit Hilfe einer BSA-Stammlösung (1mg/ml).
Ausgehend von der BSA-Stammlösung wird eine Konzentrationsreihe mit einer BSA-
Endkonzentration von 0, 25, 125, 250, 500, 750, 1000, 1500 und 2500µg/ml hergestellt.
Anschließend wird jede Probe (50µl) mit 950µl Detektionsreagenz (setzt sich aus 50 Tei-
len BCA-Reagenz A und 1 Teil BCA-Reagenz B zusammen) versetzt und für 30min bei
37 ◦C inkubiert. Im Anschluss an diese Inkubationszeit wird die Extinktion der einzelnen
Proben bei 562 nm gemessen. Zur Ermittlung der Konzentration eines Proteinextraktes
werden jeweils 4µl Extrakt mit 46µl des entsprechenden Puffers und 950µl des De-
tektionsreagenzes vermischt und bei 37 ◦C für 30min inkubiert. Anschließend kann die
Proteinkonzentration bei 562 nm photometrisch bestimmt werden.
3.10.4 Immunoblot-Analyse (Western Blotting)
Die Polyacrylamid-Gelelektrophorese
Das für die Analyse von Proteinen verwendete Gel-System besteht aus polymerisiertem
und quervernetztem Acrylamid. Da Proteine - im Gegensatz zu Nukleinsäuren - nicht
einheitlich geladen sind, erfolgt ihre Auftrennung sowohl nach Ladung als auch nach Grö-
ße. Man unterscheidet daher die Elektrophorese unter nativen Bedingungen, bei der die
Proteine außer nach ihrer Größe auch entsprechend ihrer Nettoladung bei den vorgege-
benen Pufferbedingungen getrennt werden, von der Elektrophorese unter denaturieren-
den Bedingungen. Bei der Elektrophorese unter denaturierenden Bedingungen werden
die Proteine zunächst in Gegenwart von β-Mercaptoethanol und Natriumdodecylsul-
fat (SDS) denaturiert und anschließend aufgekocht. In dieser Arbeit wird die Elektro-
phorese unter denaturierenden Bedingungen und die diskontinuierliche Polyacrylamid-
Gelelektrophorese (nach Laemmli) durchgeführt. Bei dieser Variante der Gelelektropho-
rese besteht das obere Viertel der Trennmatrix aus einem niedermaschigen Gel (Sammel-
gel, 4%ig), das aus 360µl Tris-HCl (1M), (pH6,8); 300µl Acrylamid 40%; 30µl 10%
SDS; 15µl 10% APS; 3µl TEMED und 2,3ml Aqua bidest besteht. Das darunterlie-
gende Trenngel setzt sich folgendermaßen zusammen: 1,75ml Tris-HCl (1M), (pH8,8);
57
Kapitel 3 Methoden
1,25ml Acrylamid 40%; 50µl 10% SDS; 25µl 10% APS; 12,5µl TEMED und 2,0ml
Aqua bidest. Da das Sammelgel einen anderen pH als das darunter liegende Trenngel
aufweist, kommt es zu einer Ankonzentrierung der Proteinproben im Sammelgel und so
zu schärferen Banden im Trenngel. Bevor die Proteinproben auf das Polyacrylamidgel
aufgetragen werden, werden sie mit 5x SDS-Gelladepuffer versetzt, für 5min aufgekocht
(99 ◦C) und anschließend kurz auf Eis abgekühlt. Um die Proteingröße später abschät-
zen zu können, wird ein Größenstandard („Precision Plus Protein All Blue Standard“,
Biorad) eingesetzt. Die Elektrophorese wird bei 100V in einer mit 1xElektrodenpuffer
gefüllten Gelelektrophoresekammer durchgeführt. Sobald die Lauffront die Unterkante
des Trenngels erreicht hat, wird die Elektrophorese beendet, und das Sammelgel von dem
Trenngel getrennt. Das Gel kann nun für eine Immunoblot-Analyse (Western Blotting)
verwendet werden.
Blotten der Proteine auf eine Nylonmembran
Bei diesem Vorgang werden die Proteine, die sich aufgetrennt im Gel befinden, auf eine
Nylonmembran transferiert, auf der die anschließende Antikörperreaktion stattfindet.
Das sogenannte „Blotsandwich“ wird wie folgt zusammengelegt: Als erstes werden drei
dem Gel gleich große Whatmanfilterpapiere, getränkt in Transferpuffer, auf den unte-
ren Teil des Sandwiches, der mit einem in Transferpuffer getränktem Schwamm bedeckt
ist, gelegt. Auf die Filterpapiere wird die Nylonmembran (Amersham) gelegt, die zuvor
kurz in Aqua bidest aktiviert und dann in Transferpuffer äquilibriert wurde. Auf die
Membran wird das Gel platziert, und auf das Gel werden wiederum drei in Transferpuf-
fer getränkte Whatmanfilterpapiere platziert, gefolgt von dem abschließenden, ebenfalls
in Transferpuffer getränkten, Schwamm. Das so zusammengesetzte Blotsandwich wird
verschlossen und in die Blottingapparatur eingespannt. Dabei ist zu beachten, dass die
Membran zur Anode und das Gel zur Kathode zeigt. Die Blottingapparatur wird mit
1xTransferpuffer gefüllt und unter einen Stromfluss von 100V für 1 Std. gesetzt, wo-
durch die Proteine von der Kathode zur Anode und somit aus dem Gel in die Membran
transferiert werden. Im Anschluss an den Proteintransfer wird die Apparatur geöffnet,
das Blotsandwich abgebaut und die Membran kurz in TBST gewaschen.
Antikörperreaktion und ECL-Detektion
Die in der Membran fixierten Proteine können nun mit Hilfe von Antikörpern nachge-
wiesen werden. Bevor man die Membran mit dem ersten Antikörper gegen das nachzu-
weisende Protein inkubiert, müssen zunächst die unspezifischen Bindungsstellen auf der
Membran abgesättigt werden, was durch die Inkubation der Membran mit 5% Milch-
pulver in TBST für 3 Std. bei RT erreicht wird. Danach erfolgt die Inkubation mit dem
ersten Antikörper, der in TBST verdünnt wurde, ÜN bei 4 ◦C. Am nächsten Tag wird die
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Membran mehrmals in TBST gewaschen (2x 30 sec; 1x 15min, 2x 5min), und anschlie-
ßend mit dem sekundären Antikörper, der gegen den primären Antikörper gerichtet ist,
inkubiert. Der sekundäre Antikörper wird ebenfalls in TBST verdünnt. Nach dieser In-
kubation wird die Membran erneut in TBST gewaschen (2x 30 sec, 1x 15min, 4x 5min).
Danach lässt man die Membran abtropfen und benetzt sie mit frisch hergestelltem ECL-
Detektionsreagenz. Anschließend lässt man die Membran wiederum gut abtropfen und
platziert sie in einer Entwicklerkassette. Über die feuchte Membran wird Frischhaltefolie
gelegt und darauf in der Dunkelkammer der Film gelegt. Man startet mit einer Entwick-
lungszeit von 30 sec und kalkuliert dann verschiedene Zeiten, um die Antikörperreaktion
vollständig zu ermitteln und sichtbar zu machen. Die Filme werden in der Dunkelkam-
mer bei Rotlicht in eine Entwicklermaschine gegeben und dort entwickelt und fixiert. Die
Membran eines solchen Westernblotes kann im Anschluss an das Experiment mit einer
Ponceau S Rot Lösung 1min angefärbt werden. Durch eine Differenzierung mit Wasser
erscheinen alle Proteine in roten Banden. Durch diese Anfärbung der Proteine kann man
die Menge und Verteilung aufgetragener Proteine quantitativ und qualitativ beurteilen.
3.10.5 Koimmunpräzipitation (Zellkultur und Embryo)
Um auf biochemische Weise zu zeigen, dass zwei Proteine miteinander interagieren, be-
dient man sich der Methode der Koimmunpräzipitation. Hierbei wird eines der zwei
interagierenden Proteine mittels des an die Protein A/G Sepharose gebundenen spezi-
fischen Antikörpers aus einem Proteinextrakt herausgezogen. Alle mit diesem Protein
interagierenden Proteine werden dabei mit präzipitiert und können im Anschluss an
eine Aufreinigung des Präzipitats auf einem Western Blot nachgewiesen werden. Die
Koimmunpräzipitation gliedert sich in mehrere Schritte, die im folgenden beschrieben
werden.
Äquilibrierung der Protein A/G Sepharose
Als Matrix für die Immunpräzipitation werden ProteinA und G Sepharose Beads (Amers-
ham Pharmacia Bioscience) verwendet. Für jede Koimmunpräzipitation wird ein Ge-
misch aus gleichen Teilen ProteinA und G Sepharose verwendet. Diese werden, um das
in der Lösung befindliche Ethanol zu entfernen, 3x für 20 sek. bei 8000Upm und 4 ◦C
mit eiskaltem Lysispuffer (in der vorliegenden Arbeit ist dies RIPA-Puffer) gewaschen
und anschließend in dem gleichen Volumen an Lysispuffer aufgenommen, so dass ein
sogenannter „50%iger slurry“ entsteht. Pro Koimmunpräzipitation und Absättigung der




Absättigung von unspezifischen Bindungen im Proteinextrakt
Für jede Koimmunpräzipitation und die dazugehörige Negativkontrolle werden 500µg
Proteinextrakt eingesetzt. Die Proben werden mit Lysispuffer auf ein Gesamtvolumen
von 500µl aufgefüllt. Um unspezifische Bindungen des Proteinextraktes an die Protein
A/G Sepharose-Matrix zu verhindern, werden die Proben 1 - 2 Std. drehend bei 4 ◦C mit
50µl Protein A/G Sepharose inkubiert. Nach der Inkubation wird der Ansatz 2min bei
3000Upm und 4 ◦C zentrifugiert und der Überstand in ein neues 1,5ml Reaktionsgefäß
überführt. Hierin sollten keine Proteine mehr enthalten sein, die an die Protein A/G
Sepharose-Matrix binden.
Inkubation des aufgereinigten Proteinextrakts mit dem Antikörper
Derjenige Antikörper, der den Proteinkomplex, bestehend aus mindestens zwei Proteinen
aus dem Proteinextrakt „herausziehen“ soll, wird in einer Menge von 5µg zu dem ge-
reinigten Proteinextrakt gegeben. Während einer zweistündigen Inkubation bei 4 ◦C auf
dem Drehrad bindet der Antikörper an das im Extrakt enthaltene Protein. Als Negativ-
kontrolle verwendet man an Stelle des spezifischen Antikörpers normale Immunglobuline
desjenigen Tieres, aus dem der spezifische Antikörper hergestellt wurde.
Kopplung des Antikörpers an die Protein A/G Sepharose-Matrix
Um den präzipitierenden Antikörper mit dem Proteinkomplex zu immobilisieren, werden
50µl der Protein A/G Sepharose-Matrix zu dem Antikörper-Extrakt Gemisch, sowie der
Negativkontrolle, gegeben. Im Verlauf einer weiteren zweistündigen Inkubation bei 4 ◦C
auf dem Drehrad bindet die Protein A/G Sepharose-Matrix an den konstanten Teil des
Antikörpers und immobilisiert so den Proteinkomplex.
Isolierung des Proteinkomplexes und Detektion des gebundenen Proteins
Immobilisiert an der Protein A/G Sepharose-Matrix kann der Antikörper mit dem ge-
bundenen Proteinkomplex aufgereinigt werden. Hierzu werden die Ansätze 30 sek. bei
8000Upm zentrifugiert, um die Protein A/G Sepharose-Matrix zu sedimentieren. Der
Überstand wird abgenommen und die Matrix gewaschen. Die Waschschritte sind in ih-
rer Anzahl flexibel. In der vorliegenden Arbeit werden die Ansätze 3x mit eiskaltem
Lysispuffer und 3x mit eiskaltem PBS gewaschen. Um das im Komplex gebundene Pro-
tein nachzuweisen, trägt man die Proben auf ein Polyacrylamidgel auf und detektiert





Induktion der GST-Fusionsproteine durch IPTG
Um ein bestimmtes Protein in Bakterienkulturen zu induzieren, muss zunächst das offene
Leseraster des Proteins in einen Vektor kloniert werden, der für eine solche Induktion ge-
eignet ist. In der vorliegenden Arbeit wurde zu diesem Zweck der pGEX-5x3 Vektor ver-
wendet. Dieser erlaubt eine Induktion der Proteinexpression von GST-Fusionsproteinen
durch die Zugabe von IPTG in die Bakterienkultur. Nachdem das offene Leseraster des
Proteins in den pGEX-5x3 Vektor einkloniert worden ist, wird das Plasmid in E.coli
BL21-Zellen transformiert. Die Induktion kann in verschieden großen Maßstäben ange-
setzt werden. In der vorliegenden Arbeit werden 3ml LB-Medium mit dem entsprechen-
den Antibiotikum mit einer Kolonie des zu induzierenden GST-Fusionsproteins ange-
impft und ÜN bei 37 ◦C im Schüttler inkubiert. Am nächsten Morgen wird aus dieser
Kultur gerade so viel entnommen, dass eine 50ml Kultur eine OD600 von 0,1 - 0,2 besitzt.
Die Kultur wird bis zu einer OD600 von 0,85 weiter bei 37 ◦C im Schüttler inkubiert.
Danach erfolgt die Induktion des GST-Fusionsproteins durch die Zugabe von 0,25mM
IPTG. Die Kultur wird anschließend für weitere 4 Std. bei RT schüttelnd inkubiert.
Im Anschluss wird die Kultur in ein 50ml Falcon überführt und sedimentiert (10min,
5000UpM, 4 ◦C).
Aufschluss der GST-Fusionsproteine und Bindung an Glutathionagarose
Die sedimentierten Zellen werden in 5ml GST-Lysispuffer resuspendiert und für 20min
auf Eis inkubiert. Der eigentliche Aufschluss erfolgt durch eine Ultraschallbehandlung:
1min, 40%; 1min, 70%, cycle 30; 1min 70%, cycle 30. Nach jedem Schritt werden die
Proben kurz auf Eis abgekühlt. Durch eine Zentrifugation für 2min bei 5000UpM und
4 ◦C werden die Zelltrümmer sedimentiert und der Überstand in ein neues 15ml Falcon
überführt. Zu dem Überstand werden 500µl eines 50%igen Glutathion-PBS Gemischs
gegeben und die Probe ÜN bei 4 ◦C drehend inkubiert. Danach wird die Probe zentri-
fugiert (1min, 5000UpM, 4 ◦C) und das Pellet 4x mit eiskaltem GST-Lysispuffer und
weitere 10x mit eiskaltem 1xPBS gewaschen. Am Ende wird die Glutathionagarose mit
dem gebundenen GST-Fusionsprotein in dem gleichen Volumen 1xPBS aufgenommen
und bei 4 ◦C gelagert.
Kontrolle der Proteinexpression mittels Coomassieblau-Färbung
Die qualitative Abschätzung des Verlaufs einer Induktion und der Proteinexpression ist
mittels eines SDS-Gels sinnvoll. Hierzu wird, wie unter 3.10.4 beschrieben, ein SDS-
Gel hergestellt und jeweils 10µl, 15µl und 30µl des aufgereinigten GST-Fusionsproteins
mit 5x SDS-Probenpuffer versetzt, aufgekocht und auf das Gel geladen. Nach dem Elek-
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trophoreselauf wird das Gel 1 Std. in Coomassieblau-Lösung geschwenkt. Anschließend
werden die Proteine durch Differenzierung mit Entfärberlösung sichtbar gemacht, und
schließlich wird das Gel auf einem Geltrockner 2 Std. bei 80 ◦C getrocknet.
3.11 Das Ras-Recruitment-System
(nach dem Cytotrap XR library Construction Kit von Stratagene)
3.11.1 Allgemeines Arbeiten mit Hefe
Allgemein ist die sprossende Hefe Saccharomyces cerevisiae zugänglich für genetische und
molekularbiologische Methoden. Sie kann gut durch fremde DNA transformiert werden,
besitzt ein hoch effizientes System der homologen Rekombination und hat eine relativ
hohe Wachstumsrate. Während sich E.coli durch eine Generationszeit von 30 bis 40min
auszeichnet, verdoppeln sich die meisten Hefestämme innerhalb von 90 bis 120min. Ge-
nau wie E.coli können Hefen sowohl in Flüssigmedien, also auch auf festen Nährböden
kultiviert werden. In der Bakterienzucht eingesetzte Antibiotika zeigen auf Hefe keine
Auswirkung. Sterile Arbeitsbedingungen sind daher im Umgang mit Hefen besonders
wichtig. Als Selektionshilfen werden in der Regel Mangelmedien verwendet, denen ent-
sprechende Aminosäuren nicht zugegeben werden. Hefen können nur dann wachsen, wenn
sie mit Hilfe aufgenommener Plasmide die entsprechenden Aminosäuren selber synthe-
tisieren. Die optimale Wachstumstemperatur beträgt 28 - 32 ◦C.
Amplifizierung der Beuteplasmid-Bank
Als Beuteplasmid-Bank wird eine Drosophila-cDNA-Bank (Stratagene, Heidelberg) ver-
wendet, die vor dem Interaktionsscreen amplifiziert wurde. Um alle Klone der cDNA-
Bank zu berücksichtigen, werden 2,5 x 106 unabhängige Bakterienklone ausplattiert. Das
Wachstum der Bakterien erfolgt bei 30 ◦C, so dass langsam wachsende Klone mit den
normal schnell wachsenden Klonen gleichberechtigt sind und amplifiziert werden. Die
Zellen werden geerntet und die Beuteplasmide isoliert.
Herstellung transformationskompetenter cdc25H-Hefezellen
Aus dem gefrorenen Glycerolstock werden mit Hilfe einer Impföse cdc25H-Hefezellen ent-
nommen und auf einer YPAD-Agarplatte ausgestrichen. Die YPAD-Platte wird für 4 - 5
Tage bei 24 ◦C inkubiert, bis Kolonien zu sehen sind. Eine Einzelkolonie wird von der
Platte entnommen und in ein 1,5ml Reaktionsgefäß mit 1ml YPAD-Medium überführt.
Die Lösung wird kurz gevortext, bis sich alle Zellklumpen gelöst haben. Anschließend
werden 50ml YPAD-Medium in einem 250ml Erlenmeyerkolben mit der Zellsuspension
angeimpft und für 1 - 17 Std. bei 24 ◦C in einem Schüttler inkubiert. Dabei gilt es zu be-
achten, dass sich die Hefekultur zu keinem Zeitpunkt über 25 ◦C befindet, da ansonsten
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die Punktmutation im Hefegenom revertieren kann, und somit keine zuverlässigen Ergeb-
nisse im Interaktionstest möglich sind. Nach ungefähr 15 - 17 Std. sollte die OD600=1,0
sein. In einem 1 l Erlenmeyerkolben werden 300ml frisches YPAD-Medium mit so viel
Ausgangskultur angeimpft, dass die neue Kultur eine OD600 von 0,2 aufweist. Diese
Kultur wird für weitere 4 Std. bei 24 ◦C im Schüttler inkubiert, bis die OD600 bei 0,8
liegt. Von der Kultur werden zunächst 75µl abgenommen (entspricht 1 x 106 Zellen),
auf einer YPAD-Platte ausgestrichen und bei 37 ◦C inkubiert. Diese Platte dient zum
Test auf Temperaturrevertanten. Auf ihr sollten nach 5 Tagen nicht mehr als 30 Kolo-
nien gewachsen sein, da sonst die Revertantenrate der Hefekultur zu hoch ist, und die
kompetenten Hefezellen verworfen werden müssen. Die restliche Hefekultur wird auf 6
50ml Falcons verteilt und bei 3000UpM, 18 ◦C für 10min zentrifugiert. Der Überstand
wird verworfen und das Pellet in insgesamt 50ml Aqua bidest gelöst. Diese Suspension
wird erneut zentrifugiert (3000UpM, 18 ◦C, 10min) und das Pellet in 50ml LiSORB
resuspendiert. Es folgt eine Inkubation der Lösung für 30min bei RT. Währenddes-
sen werden 400µl Heringssperma-DNA aufgekocht (95 ◦C, 10min) und anschließend mit
600µl LiSORB versetzt und gut gemischt. Nach der Inkubation für 30min bei RT wer-
den die Hefezellen sedimentiert (3000UpM, 18 ◦C, 5min) und das Pellet in 300µl Li-
SORB aufgenommen. Zu der Hefezellsuspension werden 600µl des auf RT abgekühlten
Heringssperma-DNA-Gemisches gegeben und beides durch vorsichtiges Auf- und Ab-
pipettieren gemischt. Nachdem 5,4ml PEG/LiOAc und 530µl DMSO zu den Zellen
gegeben wurde, wird die Suspension gut gemischt, und die Hefezellen können in 1,5ml
Reaktionsgefäßen zu je 200µl aliquotiert und bei -80 ◦C eingefroren werden.
Transformation von Hefezellen
Generell ist es möglich die Hefezellen mit ein oder zwei Plasmiden (Kotransformation) zu
transformieren. Eine Kotransformation wird bei zwei Plasmiden empfohlen, da dadurch
die Anzahl der Generationen bis zu dem eigentlichen Interaktionstest vermindert, und
das Vorkommen von cdc25H-Revertanten verringert wird. Die kompetenten Hefezellen
werden auf Eis aufgetaut. Jeweils 100µl Hefezellen und 300 ng der zu transformieren-
den Plasmid-DNA werden in ein 1,5ml Reaktionsgefäß pipettiert. Zu jedem Ansatz
werden 2µl 1:10 verdünntes 1,4M β-Mercapthoethanol gegeben und gut gemischt. Die
Transformationsansätze werden für 30min bei RT inkubiert. Anschließend erfolgt ein
20minütiger Hitzeschock bei 42 ◦C und das Abkühlen der Ansätze für 3min auf Eis. Da-
nach werden die Zellen sedimentiert (13000UpM, 10 sek) und der Überstand verworfen.
Das Pellet wird in 180µl 1M Sorbitol resuspendiert, und der gesamte Ansatz auf je einer
SD/Glukose (-UL)Agarplatte ausplattiert. Nachdem die Platten getrocknet sind, werden
sie für 4 - 5 Tage bei 24 ◦C inkubiert, bis die ersten Hefekolonien, die das entsprechende
Plasmid, bzw. die entsprechenden Plasmide, aufgenommen haben, gut sichtbar sind.
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Test der Köderproteine auf Autoaktivierung
Bevor das Köderprotein in dem Interaktionsscreen eingesetzt werden kann, muss die
Autoaktivierung der Ras-Kaskade durch das Ras-Köderprotein ausgeschlossen werden.
Hierzu wird das Ras-Köderplasmid mit dem leeren pMyr-Vektor in Hefen transformiert,
wodurch ein Wachstum auf SD/Glukose (-UL)Agarplatten bei 37 ◦C ausgeschlossen wer-
den soll (keine Autoaktivierung der Ras-Kaskade). Zusätzlich werden jeweils 2 Positiv-
kontrollen und 2 Negativkontrollen in Hefen transformiert. Als Positivkontrollen wer-
den pSOS-Armadillo mit pMyr-Cadherin (Interaktion zwischen diesen beiden Protei-
nen ist nachgewiesen), und das Ras-Köderplasmid mit pMyrSB (kodiert für ein Sos-
bindendes Protein) transformiert, und Wachstum auf SD/Glukose (-UL)Agarplatten bei
37 ◦C nachgewiesen. Als Negativkontrollen werden pMyr und pADNS-RRS-mut ohne
Protein, sowie pMyr-LaminC (interagiert nicht mit dem Köderprotein) und pADNS-
RRS-mut in Hefen transformiert und ein Wachstum auf SD/Glukose (-UL)Agarplatten
bei 37 ◦C ausgeschlossen.
Transformation von Hefezellen mit der embryonalen Drosophila
cDNA-Bank und dem Ködervektor
10ml transformationskompetenter Hefezellen werden wie oben beschrieben hergestellt.
Da es bei der Transformation der cDNA-Bank und dem Ködervektor auf eine mög-
lichst hohe Transformationseffizienz ankommt, werden die kompetenten Hefezellen nicht
bei -80 ◦C eingefroren, sondern direkt im Anschluss transformiert. Zu den 10ml kom-
petenten Hefezellen werden 200µl 1:10 verdünntes 1,4M β-Mercapthoethanol, 100µg
Köderplasmid und 100µg cDNA-Bank gegeben. Als Negativkontrolle werden zu 500µl
kompetenten Hefezellen 1:10 verdünntes 1,4M β-Mercapthoethanol, 2µg des pADNS-
RRS-mut-Vektors und 2µg der cDNA-Bank gegeben. Mit Hilfe dieses Ansatzes kann
zusätzlich die Transformationseffizienz ermittelt werden. Der 10ml Ansatz wird auf
20 1,5ml Reaktionsgefäße verteilt und 30min bei RT inkubiert. Es folgt ein 20minü-
tiger Hitzeschock bei 42 ◦C und kurzes Abkühlen auf Eis. Die Zellen werden sedimen-
tiert (13000UpM, RT, 10 sek), der Überstand verworfen, und das Pellet in 500µl 1M
Sorbitol resuspendiert. Der gesamte Ansatz wird jeweils mittels Glasperlen auf einer
SD/Glukose (-UL)Agarplatte verteilt. Aus dem 500µl Kontrollansatz, der gleichzeitig
zur Bestimmung der Transformationseffizienz dient, werden jeweils 10µl, 100µl und der
restliche Ansatz auf einzelne SD/Glukose (-UL)Agarplatten ausgestrichen. Nach dem
Trocknen der Platten werden sie bei 24 ◦C für 2 - 4 Tage inkubiert. Zur Bestimmung
der Transformationseffizienz zählt man die Kolonien auf den beiden Kontrollplatten und
setzt die Zahl in folgende Formel ein:
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Anzahl Kolonien ∗ Suspensionsvolumen [500µl]
ausplattiertes V olumen [10 bzw. 100µl] ∗ transformierte DNA [2µg]
= kolonieformende Einheiten pro µg DNA (Transformationseffizienz)
Die Transformationseffizienz sollte mindestens 8000 kolonieformende Einheiten pro µg
betragen.
Durchmusterung der cDNA-Bank auf potentiell positive Interaktions-
partner
Nach 2 - 4 Tagen Inkubation der transformierten Hefezellen bei 24 ◦C erkennt man auf
den SD/Glukose (-UL)Agarplatten kleine weiße Kolonien. Diese können nun auf eine
SD/Galaktose (-UL)Agarplatte überimpft werden. Für das Überimpfen werden runde,
autoklavierte 150mm Whatmanfilter auf die SD/Glukose (-UL)Agarplatten gelegt und
leicht angedrückt. Sobald der Whatmanfilter feucht ist, wird er abgezogen und auf die
SD/Galaktose (-UL)Agarplatten gelegt und wiederum leicht angedrückt. Der Filter wird
anschließend wieder abgezogen und verworfen. Die SD/Galaktose (-UL)Platten werden
bei 37 ◦C inkubiert, so dass Selektionsdruck herrscht. Es können nur die Kolonien wach-
sen, bei denen eine Interaktion zwischen Köder- und Beuteprotein stattfindet. Nach etwa
5 - 7 Tagen Inkubation bei 37 ◦C kann man deutlich zwischen gewachsenen großen (poten-
tiell positiv) und klein gebliebenen Kolonien unterscheiden. Die potentiell positiven Klo-
ne werden nun auf eine SD/Glukose (-UL)- und eine SD/Galaktose (-UL)-Masterplatte
überimpft. Hierzu werden die potentiell positiven Klone mittels eines Zahnstochers ge-
pickt und in 25µl Aqua bidest resuspendiert. Von dieser Suspension werden jeweils
2,5µl auf jeder Masterplatte gespottet. Die Masterplatten werden für weitere 5 - 7 Tage
bei 37 ◦C inkubiert. Nur bei den Klonen, bei denen Wachstum auf SD/Galaktose (-UL)
und kein Wachstum auf SD/Glukose (-UL) beobachtet werden kann, wird eine Plasmid-
präparation vorgenommen.
Plasmidpräparation aus Hefe
Zur Isolierung der cDNA-Plasmide werden 7ml SD/Glukose (-UL) Medium mit einem
potentiell positiven Klon von der Masterplatte angeimpft. Die Kulturen werden für
2Tage bei 24 ◦C und 240UpM in einem Schüttler inkubiert. Anschließend werden sie
in ein 2,5ml Reaktionsgefäß überführt und abzentrifugiert (10 sek, RT, 13000UpM).
Der Überstand wird verworfen und das Pellet in dem restlichen Volumen resuspendiert.
Im Anschluss werden 200µl Plasmid-Rettungslösung zugegeben und der Ansatz gut ge-
mischt. Zu dieser Suspension fügt man 100µl Phenol, 100µl 24 : 1 Chloroform : Isoamyl-
alkohol und 0,3 g sauer gewaschene Glaskügelchen (0,5mm) hinzu. Die Lösung wird
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Plasmide SD Glukose SD Glukose SD Glalaktose
(-UL) (25 ◦C) (-UL) (37 ◦C) (-UL) (37 ◦C)
pSOS-Cad + pMyr-Arm A + - +
pMyr + pADNS-RRS-mut B + - -
pADNS-Wech-NHL+ C + - +
pMry-cDNA
pADNS-RRS-mut + D + - -
pMyr-cDNA
Tab. 3.3: (nach CytoTrap XR Library Construction Kit, Stratagene). Ansatz A dient
als Positivkontrolle und Ansatz B als Negativkontrolle. Ansatz C ist der eigentliche Interaktionstest, und
Ansatz D dient als Kontrolle, um Interaktion des Beuteproteins mit pADNS-RRS-mut auszuschließen.
Wachstum (+) auf Galaktose und kein Wachstum (-) auf Glukose bei 37◦C bestätigen den putativ
positiven Klon, wenn die Negativkontrolle negativ und die Positivkontrolle positiv ausfällt.
für 2min gut gevortext, so dass die Hefezellen durch die mechanische Beanspruchung
aufbrechen. Dadurch wird die Plasmid-DNA von der an den Glasperlen haftenden chro-
mosomalen DNA getrennt. Nach dem vortexen wird die Probe zentrifugiert (5min, RT,
13000UpM), so dass sich anschließend die Plasmid-DNA in der oberen, wässrigen Phase
befindet. Von dieser Phase werden 200µl in ein neues 1,5ml Reaktionsgefäß überführt.
Die darin enthaltene Plasmid-DNA wird mit 20µl Natriumacetat und 440µl 100%igem
Ethanol gefällt (30min, 4 ◦C, 13000UpM), anschließend mit 500µl 70%igem Ethanol ge-
waschen (10min, RT, 13000UpM) und in der Vakuum-Zentrifuge getrocknet. Die DNA
wird in 5µl Aqua bidest gelöst, und steht nun zur Transformation durch Elektroporation
in elektrokompetente E.coli-Zellen bereit. Im Anschluss an die Transformation werden
die Zellen zur Selektion der pMyr-cDNA-Plasmide auf LB-Chloramphenikol-Agarplatten
ausgestrichen. Diese werden ÜN bei 37 ◦C inkubiert. Aus den gewachsenen Kolonien wird
die Plasmid-DNA durch eine Minipräparation gewonnen und anschließend ein analyti-
scher Restriktionsverdau durchgeführt.
Bestätigung der Interaktion zwischen Köder- und Beuteplasmid
Um die Interaktion zwischen dem potentiell positiven Interaktionspartner und dem Kö-
derplasmid (Wech-NHL) zu bestätigen, werden die Plasmide erneut in Hefen kotransfor-
miert. Zusätzlich werden Positivkontrollen, Negativkontrollen und ein Autoaktivierungs-
test transformiert. Es werden somit folgende Transformationen durchgeführt:
Für den Retest werden jeweils 100 ng Köderplasmid (pADNS-Wech-NHL) und 100 ng
der pMyr-Plasmid-DNA von den potentiell positiven Klonen nach dem oben beschrie-
benen Protokoll kotransformiert. Die Transformationsansätze werden auf SD/Glukose (-
UL)Platten ausgestrichen und für 4Tage bei 25 ◦C inkubiert. Anschließend werden von
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jedem Ansatz, sowie der Positiv- und Negativkontrolle drei Kolonien gepickt, und jeweils
in 25µl Aqua bidest resuspendiert. Von den Suspensionen werden dann immer 2,5µl auf
einer SD/Glukose (-UL) und einer SD/Galaktose (-UL)Platte gespottet und diese bei
37 ◦C inkubiert. Als positive Interaktionskandidaten werden nur die Klone gewertet, die
bei 37 ◦C auf Galaktose, nicht aber auf Glukose wachsen. Um die Autoaktivierung des
möglichen Interaktionspartners mit dem pADNS-RRS-Protein auszuschließen, so dass
die Rettung des Phänotyps nicht auf der Interaktion mit dem Köderprotein beruht, wird
jeder Kandidat zur Autoaktivierungskontrolle nur mit dem pADNS-RRS-mut-Vektor in
Hefen kotransformiert und, wie oben beschrieben, auf den entsprechenden Platten und
Temperaturen inkubiert. Damit soll ein Wachstum bei 37 ◦C auf Galaktose ausgeschlos-
sen werden.
3.12 Arbeiten mit der Fruchtfliege Drosophila
melanogaster
3.12.1 Fliegenhaltung
Zur Haltung und Zucht der verschiedenen Drosophila-Stämme werden Standardmetho-
den verwendet (Roberts et al. 1986).
3.12.2 Fixierung von Drosophila-Embryonen
Dechorionierung von Drosophila-Embryonen
Tote Fliegen und die restliche Hefe werden von den Apfelsaftagarplatten entfernt und
Wasser auf die Platten gegeben. Die Embryonen werden mit Hilfe eines Pinsels von
dem Agar gelöst, in ein Siebchen überführt und nochmals gut mit Wasser abgespült.
Nun wird die Chorionhülle der Embryonen durch eine 3minütige Inkubation in 4%igem
Natriumhypochlorid entfernt. Während dieser Inkubation wird das Natriumhypochlorid
mehrmals durch das Siebchen pipettiert. Nach der Dechorionierung werden die Em-
bryonen abermals mit Wasser abgespült, um auch das restliche Natriumhypochlorid zu
entfernen.
Chemische Fixierung
Die zuvor dechorionierten Embryonen werden in ein mit 4ml Heptan gefülltes Fixier-
gläschen überführt. Zu den in Heptan befindlichen Embryonen werden 4ml 4%iges Par-
aformaldehyd gegeben, und die Embryonen für 20min auf dem Schüttler in diesem 2-
Phasen-Gemisch bei höchster Stufe geschüttelt. Alternativ werden 4ml 37%iges Formal-
dehyd zu den Embryonen gegeben, und diese für 5min auf dem Schüttler inkubiert. In
67
Kapitel 3 Methoden
dieser Zeit werden die Embryonen fixiert. Nach der Fixierung sammeln sich die Embryo-
nen in der Interphase. Die untere, paraformaldehydhaltige (formaldehydhaltige) Phase
wird mit einer Pasteurpipette abgenommen. Zu den Embryonen werden 5ml Methanol
gegeben und anschließend für 30 sek. gevortext. Hierbei wird die Vitellinmembran der
Embryonen entfernt. Die fixierten Embryonen sammeln sich anschließend am Boden.
Die zwei Phasen werden abgenommen und frisches Methanol zu den Embryonen gege-
ben. Diese können im Anschluss in ein 1,5ml Reaktionsgefäß überführt und bei -20 ◦C
gelagert werden.
Ethanol-Fixierung
Diese Fixierung wird vorgenommen, wenn das Aktinzytoskelett erhalten bleiben soll.
Dazu werden die Embryonen, wie bei der chemischen Fixierung, mit Formaldehyd oder
Paraformaldehyd fixiert. Zur Ablösung der Vitellinmembran verwendet man hier an-
stelle des Methanols 6 ml eiskaltes 90%iges Ethanol. Die Embryonen werden in diesem
Gemisch für 1min geschüttelt (nicht gevortext). Anschließend sammeln sich die fixierten
Embryonen am Boden, können mit eiskaltem Ethanol gewaschen, und im Anschluss in
ein 1,5ml Reaktionsgefäß überführt und bei -20 ◦C gelagert werden.
Hitzefixierung
Die dechorionierten Embryonen werden in ein 50ml Falcon mit 10ml Triton-Natrium-
chlorid-Lösung gegeben, die zuvor im Wasserbad auf 95 ◦C erwärmt wurde. Das Fal-
con mit den Embryonen wird für etwa 5 sek. in dem Wasserbad inkubiert und danach
sofort für 10 sek. gevortext. Zu den 10ml Triton-Natriumchlorid-Lösung werden 40ml
eiskalte Triton-Natriumchlorid-Lösung gegeben und das Falcon für 2min auf Eis gehal-
ten. Die Embryonen sinken zu Boden und der Überstand wird vollständig abgenommen.
Anschließend werden die Embryonen mit einem Pinsel in ein mit 4ml Heptan gefülltes
Fixiergläschen überführt. Nach Zugabe von 4ml einer Methanol/EGTA-Lösung werden
die Embryonen für 30 sek. gevortext. Auch hier sind, wie bei der chemischen Fixierung,
nur die Embryonen fixiert, die nach dem Vortexen und der Bildung der zwei Phasen
sich auf dem Boden des Gefäßes befinden. Der Überstand wird vollständig abgenom-
men, die Embryonen in ein 1,5ml Reaktionsgefäß überführt und noch zweimal mit der
Methanol/EGTA-Lösung gewaschen. Die Embryonen können bis zur weiteren Verwen-
dung bei -20 ◦C in Methanol gelagert werden.
3.12.3 Antikörperfärbung an Drosophila-Embryonen
Durch eine Antikörperfärbung ist es möglich, ein Protein im mikroskopischen Bild sicht-
bar zu machen. Sie läuft nach folgendem Grundprinzip ab: Ein Antikörper reagiert mit
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seinem Antigen, ein Bereich in dem Zielprotein, welcher Epitop genannt wird. Hierbei
unterscheidet man monoklonale von polyklonalen Antikörpern. Monoklonale Antikörper
sind nur gegen ein einziges Epitop im Zielprotein gerichtet, wogegen polyklonale Anti-
körper mehrere Epitope innerhalb eines Proteins binden. Um die Antikörper-Antigen-
Reaktion sichtbar zu machen, benötigt man ein Signal an einem Antikörper. Eine Ver-
stärkung des Signals erreicht man, wenn man es an einen zweiten Antikörper, der gegen
den ersten Antikörper gerichtet ist, koppelt. Der erste Antikörper bietet in diesem Fall
wiederum Epitope für den zweiten Antikörper, so dass dieser spezifisch an den ersten bin-
det. Um den zweiten Antikörper sichtbar zu machen, gibt es verschiedene Möglichkeiten.
Entweder ist der Antikörper mit einem fluoreszierenden chromophoren Anteil gekoppelt,
der unter einem Fluoreszenzmikroskop durch die Anregung von Licht- oder Laserenergie
sichtbar gemacht werden kann, oder die Markierung des zweiten Antikörpers besteht
aus einem Enzym, dass durch die Umsetzung eines Substrates einen Farbniederschlag
auslöst, der im Hellfeld eines Lichtmikroskops zu sehen ist.
Fluoreszente Antikörperfärbung an gesamten Drosophila Embryonen
Bevor mit der eigentlichen Färbung begonnen werden kann, müssen die fixierten Em-
bryonen von Methanol in PBT überführt werden. Hierzu werden die Embryonen jeweils
für 5min drehend mit den folgenden Lösungen inkubiert: 1. Methanol : PBT = 95 : 5;
2. Methanol : PBT = 60 : 40; 3. Methanol : PBT = 40 : 60; 4. Methanol : PBT = 20 : 80.
Nach jedem Waschschritt müssen die Embryonen zuerst in dem 1,5ml Reaktionsgefäß
abgesunken sein, bevor der Überstand abgenommen und die neue Waschlösung zugege-
ben werden kann. Nach der Überführung der Embryonen von Methanol in PBT folgen
vier 10minütige Waschschritte mit PBT. Um unspezifische Bindungsstellen abzusätti-
gen werden die Embryonen anschließend noch zwei Mal für 20min mit PBTN inku-
biert. Der erste Antikörper wird, entsprechend in PBTN verdünnt, zu den Embryonen
gegeben, und diese ÜN bei 4 ◦C drehend inkubiert. Um den ungebundenen und unspe-
zifisch gebundenen Primärantikörper zu entfernen, schließen sich am nächsten Tag vier
Waschschritte mit PBT an. Um nun wiederum unspezifische Bindungsstellen abzusätti-
gen, folgen zwei Waschschritte mit PBTN. Im Anschluss werden die Embryonen 2 Std.
bei RT mit dem fluoreszenzmarkierten, sekundären Antikörper in der entsprechenden
Verdünnung in PBTN inkubiert. Wichtig hierbei ist, dass ab diesem Schritt sämtliche
Ansätze dunkel gehalten werden, so dass die Fluoreszenzwirkung nicht zerstört wird.
Nach der Inkubation mit dem sekundären Antikörper werden die Embryonen 6x 20min
mit PBT gewaschen, wodurch nicht gebundener Sekundärantikörper entfernt wird. Die




Chemische Antikörperfärbung an gesamten Drosophila Embryonen
Nachdem die Embryonen, wie bei der fluoreszenten Antikörperfärbung beschrieben, in
PBT überführt worden sind, werden sie 4x mit PBT gewaschen, und anschließend 20min
in PBTN inkubiert, wodurch unspezifische Bindungsstellen abgesättigt werden. Der er-
ste Antikörper wird, entsprechend in PBTN verdünnt, zu den Embryonen gegeben, und
diese ÜN bei 4 ◦C drehend inkubiert. Am nächsten Tag wird der primäre Antikörper
durch 4x 10minütiges Waschen mit PBT entfernt. Um unspezifische Bindungsstellen ab-
zusättigen, folgen zwei Wachschritte mit PBTN. Im Anschluss werden die Embryonen
für 2 Std. bei RT mit dem zu dem primären passenden sekundären biotinylierten Antikör-
per inkubiert. Dieser wird anschließend durch 4x 10minütiges Waschen entfernt. Es folgt
eine weitere Inkubation durch die Zugabe eines Komplexes aus Avidin / biotinylierter
Meerrettich-Peroxidase („Vectastain ABC-Kit“, Vector Laboratories, Burlingame, USA)
für 30min. Im Anschluss werden die Embryonen 5x 5min mit PBT gewaschen. Die
endgültige Färbung erfolgt danach in 500µl Färbelösung (je eine Tablette des Sigma
FastTM 3,3′-Diaminobenzidine Sets (DAB Peroxidase Substrat) werden in 1ml A.bidest
gelöst) und wird, nachdem man sie unter einer Stereolupe verfolgt hat, durch zweimaliges
Waschen mit PBT gestoppt. Die Embryonen werden in ein neues 1,5ml Reaktionsgefäß
überführt und erneut 2x mit PBT gewaschen. Um die Embryonen zu dehydrieren, wer-
den sie jeweils 5min mit 30%igem, 50%igem, 70%igem und zuletzt zweimal 100%igem
Ethanol gewaschen. Um die Embryonen unter dem Lichtmikroskop genauer analysieren
zu können, werden sie in Kanadabalsam auf einem Objektträger eingebettet.
3.12.4 In-situ Hybridisierung an Drosophila Embryonen
Die in-situ Hybridisierung erlaubt eine Aussage über die tatsächliche Verteilung einer
mRNA eines bestimmten Gens. Hierbei synthetisiert man ein komplementäres Gegen-
stück zu der endogenen mRNA, das sich an die endogene mRNA anlagert und durch
eine eingebaute Markierung sichtbar gemacht werden kann. So einen markierten, kom-
plementären „antisense“ Strang bezeichnet man als in-situ Sonde.
Herstellung einer DIG-markierten in-situ Sonde
Das Gen, zu deren mRNA eine DIG-markierte Sonde hergestellt werden soll, muss sich
in einem Plasmid befinden, das einen SP6, T3 oder T7 Promotor enthält. Bei den hier
verwendeten Vektoren (pScript und pSP64) befindet sich sowohl am 5′-Ende als auch am
3′-Ende des einklonierten Fragments ein solcher Promotor, so dass das Gen von beiden
Richtungen aus abgelesen werden kann. Bevor mit der Herstellung der DIG-markierten
Sonde begonnen werden kann, muss der Vektor durch einen Restriktionsverdau linea-
risiert werden, so dass das einklonierte Gen gegenläufig abgelesen werden kann. Der
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linearisierte und aufgereinigte Vektor kann dann als Matrizen-DNA in einem Reakti-
onsansatz eingesetzt werden. Damit die DIG-markierte Sonde in ausreichender Menge
vorliegt, werden 1µg des linearisierten Vektors, 2µl des Reaktionspuffers, 2µl des DIG-
oxygenin RNA labeling Mix, 2µl der entsprechenden Polymerase (T3, T7 oder SP6)
und 1µl RNase-Inhibitor auf Eis zusammenpipettiert. Der Ansatz wird anschließend
mit DEPC behandeltem Aqua bidest. auf 20µl aufgefüllt und für 2 Std. bei 37 ◦C inku-
biert. In dieser Zeit erfolgt die RNA-Synthese des Gegenstranges, der durch den Einbau
von DIGoxygenin-UTP markiert wird. Bei der Herstellung eines Transkripts, das länger
als 1 kb ist, wird die synthetisierte Sonde durch Zugabe von Carbonatpuffer in kleinere
Fragmente gespalten. Dadurch erleichtert sich die Anlagerung an die RNA der Zelle. Der
Verdau mit dem Carbonatpuffer erfolgt bei 65 ◦C für 40min. Im Anschluss werden fol-
gende Lösungen zu der Probe gegeben: 15µl Stoplösung, 10µl 4M Lithiumchlorid, 10µl
10mg/ml Phenol/Chloroform-extrahierter tRNA, und 300µl 100%iges Ethanol. Der An-
satz wird für 30min bei -20 ◦C eingefroren und dann für weitere 30min bei 13000UpM
und 4 ◦C zentrifugiert. Der Überstand wird verworfen und das erhaltene Pellet mit 300µl
70%igem Ethanol für 10min bei 13000UpM und 4 ◦C gewaschen. Das Pellet wird im An-
schluss getrocknet und in 50µl Hype-Puffer resuspendiert. Die Sonde kann so bei -20 ◦C
gelagert werden.
Chemische in-situ Hybridisierung an gesamten Drosophila Embryonen
Die mit 4% Paraformaldehyd fixierten Embryonen werden in ein 1,5ml Reaktionsgefäß
gegeben und von Methanol in PFA überführt. Hierzu werden sie 2x mit Methanol, 1x
mit Methanol : PFA = 3 : 1, und 1x mit Methanol : PFA 1 : 3 für jeweils 5min bei RT
auf dem Drehrad gewaschen. Im Anschluss werden die Embryonen in 500µl 4%igem
Paraformaldehyd für 10min bei RT drehend inkubiert. Es folgen 3 Waschschritte für
jeweils 2min mit PBT um das restliche Paraformaldehyd zu entfernen. Anschließend
werden die Embryonen 4x 10min mit PBT bei RT drehend inkubiert. Um die in Hybe
gelöste DIG-markierte Sonde zu den Embryonen geben zu können, müssen diese zuvor
von PBT in Hybe (ohne Dextransulfat) überführt werden. Dies geschieht durch Wa-
schen mit Hybe (ohne Dextransulfat)/PBT (1:1) und Hybe (ohne Dextransulfat) für
jeweils 2min bei RT auf dem Drehrad. Danach folgt die Vorhybridisierung der Embryo-
nen in 200µl Hybe (ohne Dextransulfat) bei RT für mindestens eine Stunde. In dieser
Zeit wird die DIG-markierte Sonde bei 95 ◦C für 10min denaturiert und anschließend
sofort auf Eis gestellt. Nach der Vorhybridisierung wird die Sonde in entsprechender
Konzentration mit 30µl Hybe (mit Dextransulfat) zu den Embryonen gegeben und ÜN
bei 60 ◦C im Wasserbad inkubiert. Am nächsten Tag werden die Embryonen 2x 10min
bei 60 ◦C, und anschließend 6x 15min mit auf 60 ◦C vorgewärmten Waschpuffer gewa-
schen. Im Anschluss daran werden die Embryonen in PBT überführt und dort 2x 5min,
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gefolgt von einer 30minütigen Inkubation, bei RT gewaschen. Es folgt für 2 Std. die In-
kubation mit dem anti-DIG-Alkalische-Phosphatase-Antikörperkonjugat, das gegen die
eingebaute DIG-Markierung gerichtet ist. Nach dieser zweistündigen Inkubation wird
der ungebundene Antikörper durch sechs 10minütige Waschschritte mit PBT entfernt.
Der Ansatz wird anschließend 2x für jeweils 2min mit AP-Puffer gewaschen. Danach gibt
man 500µl AP-Puffer mit 10µl Färbelösung (NBT/BCIP, Roche) zu den Embryonen,
überführt sie in ein Mikroskopierschälchen und beobachtet die Farbreaktion unter der
Stereolupe. Zeigen die Embryonen die gewünschte Färbung, wird die Farbreaktion durch
Abnahme der Färbelösung und Zugabe von PBT abgestoppt. Die Embryonen werden
noch zwei weitere Male für jeweils 10min in PBT gewaschen, bevor sie, wie bei der che-
mischen Antikörperfärbung beschrieben, durch eine Ethanolreihe dehydriert werden. Die
Embryonen werden im Anschluss in Kanadabalsam auf einem Objektträger eingedeckelt.
Kutikulapräparation
Die Kutikula stellt das Außenskelett von Insekten und somit auch von Drosophila me-
lanogaster dar. Es schützt und formt den Körper. Die Kutikula besteht aus faserigen
Material, Chitinfibrillen und Proteinkomponenten, die die Fasern untereinander verbin-
den. Während der Embryogenese wird die Kutikula von der äußeren epithelialen Schicht
an Zellen sezerniert. Aufgrund entwicklungsspezifischer Defekte kann sich die Kutikula
durch Nekrose braun färben. Anhand anschließender Kutikulapräparation lassen sich
phänotypische Gendefekte beschreiben.
Um Phänotypen bei der Kutikula von Drosophila melanogaster erkennen zu können, lässt
man die Embryonen bei 25 ◦C fortwährend altern und entfernt die sich entwickelnden
Larven mit Hilfe einer Pinzette. Für die Kutikulapräparation eigenen sich die braunen
Embryonen. Sie werden dechorioniert und mit Aqua bidest gut abgespült. Die Embryo-
nen werden auf einen Objektträger überführt, auf den zuvor zwei Tropfen Hoyer‘s Medi-
um gegeben wurden. Das Hoyer‘s Medium wird mit zwei Tropfen Milchsäure vermischt,
und die Embryonen innerhalb dieses Gemischs mit einem Deckglas abgedeckt. Der Ob-
jektträger wird für 24 - 48 Std. bei 65 ◦C inkubiert. In dieser Zeit lösen sich die inneren
Organe der Embryonen auf und die reine Kutikula ist im Lichtmikroskop zu erkennen.
Um einen besonders starken Kontrast zwischen den Zähnchenreihen und der sogenannten
nackten Kutikula zu erzielen, empfiehlt es sich die Dunkelfeldmikroskopie anzuwenden.
3.12.5 Drosophila Kreuzungsexperimente
Einem Großteil der Experimente mit Drosophila melanogaster gehen Kreuzungen ver-
schiedener Fliegenstämme voraus. Hierbei ist zu beachten, dass immer Jungfrauen des
einen Stammes mit Männchen des anderen Stammes gekreuzt werden, um einen definier-
ten Genotyp zu erhalten. Die Identifikation einer Drosophila Jungfrau erfolgt generell
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über die Zeit, in der ein frisch geschlüpftes Weibchen nicht kopulieren kann. Hält man
die Fliegen bei 18 ◦C, kann man die Weibchen aus einem zuvor adultlosen Röhrchen bis
zu 18 Std. später isolieren. Hält man die Fliegen dagegen bei 25 ◦C, bleiben die Weib-
chen nur bis zu 4 Std. jungfräulich. Um eine zu schnelle Entwicklung der Jungfrauen zu
verhindern, werden sie in einem Röhrchen bei 18 ◦C gehalten.
3.12.6 Das GAL4-UAS System in Drosophila melanogaster
Das GAL4-UAS System ermöglicht es, beliebige Gene nach einem definierten räumli-
chen und zeitlichen Muster zu exprimieren (Brand und Perrimon, 1993). Dieses System
basiert auf der Wirkung des GAL4-Transkriptionsfaktors aus der Hefe, für den in Dro-
sophila normalerweise keine DNA-Bindungssequenz vorliegt. In der Hefe bindet er an
UAS-Elemente (upstream activating sequences) und vermittelt so die Transkription des
dem UAS-Element nachgeschalteten Gens. Als Ausgangsmaterial für das GAL4-UAS-
System benötigt man bei Drosophila daher zwei Fliegenstämme, den Effektor- und den
Treiberstamm, die miteinander gekreuzt werden müssen. Der Effektorstamm trägt durch
Injektion eines so genannten UAS-Konstrukts, welches in das Fliegengenom inseriert hat,
vor einem ausgewählten offenen Leseraster mehrere UAS-Bindungsstellen für das GAL4-
Protein. Ein solches UAS-Konstrukt wird durch Einklonierung des offenen Leserasters
in den pUAST-Vektor hergestellt. Der Treiberstamm wurde durch die Transformation
von Vektoren gewonnen, die einen charakteristischen fliegeneigenen Enhancer vor der
GAL4-Sequenz tragen. Kreuzt man Effektor- und Treiberstamm, kommt es in der F1-
Generation zu Individuen, die in Abhängigkeit des Enhancers das den UAS-Elementen
nachgeschaltete Gen exprimieren. Dadurch, dass die GAL4-Bindeproteine nur dort ex-
primiert werden, wo normalerweise das dem Enhancer nachgeschaltete Gen exprimiert
wird, wird auch nur in diesem Gewebe das Zielgen durch die GAL4-Bindung an die
UAS-Bindestellen exprimiert.
3.12.7 P-Element vermittelte Keimbahntransformation in Drosophila
melanogaster
P-Elemente sind die wichtigsten mobilen genetischen Elemente in Drosophila, die me-
thodisch nutzbar gemacht werden konnten. P-Elemente sind 2,9 kb lang und tragen
an den Enden eine invertierte Wiederholungssequenz von 31 bp. Sie kodieren für eine
Transposase, welche die Mobilisierung und den Wiedereinbau der P-Elemente im Ge-
nom katalysiert. Diese Mobilisierung ist strikt auf die Keimbahn beschränkt, da durch
differentielles Spleißen in den Somazellen ein Inhibitor der Transposase entsteht. Modi-
fizierte P-Elemente lassen sich als Transformationsvektoren von Drosophila nutzen (Ru-
bin und Spradling, 1982; Spradling und Rubin, 1982). Hierzu werden zwei verschieden
modifizierte P-Elemente verwendet. Das so genannte Helferplasmid kodiert für die Tran-
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posase. Ihm fehlen aber die invertierten Wiederholungssequenzen, wodurch es nicht in
das Genom inseriert und im weiteren Verlauf der Zellteilungen nicht weitervererbt wird.
Das Tranposasegen hingegen kann transkribiert werden und die Insertion eines zwei-
ten P-Elementes katalysieren, dass die invertierten Wiederholungssequenzen trägt. Die-
ses P-Element trägt zwischen den invertierten Wiederholungssequenzen das gewünschte
DNA-Fragment (z.B. ein Gen) und ein Markergen, die Transposase ist deletiert. Um
P-Element transformierte Fliegenlinien zu erhalten, injiziert man in das posteriore Pol-
plasma von Embryonen vor der Zellularisierung ein Gemisch der beiden P-Elemente. Die
Embryonen bilden zu diesem Zeitpunkt ein syncytiales Blastoderm aus (Stadium3 der
Embryogenese nach Campos-Ortega und Hartenstein, 1997), in dessen Verlauf sich am
posterioren Pol die so genannten Polzellen abschnüren, welche die Vorläufer der späteren
Keimbahnzellen darstellen. Wenn diese Polzellen die beiden P-Elemente aufnehmen, sind
die Keimbahnzellen der injizierten Fliegen transformiert und ihre Nachkommen tragen
das Transgen in sämtlichen Zellen. Als Marker der erfolgten Transformation dient übli-
cherweise ein Augenmarker. In der vorliegenden Arbeit wurden Embryonen weißäugiger
Fliegen (Genotyp yellow white, yw) mit dem wildtypischen white Gen als Marker inji-
ziert, so dass die transformierten Nachkommen rotäugig sind.
Für die Injektion der beiden P-Elemente werden 6µg Vektor-DNA mit dem gewünschten
DNA-Fragment zusammen mit 2µg Helferplasmid-DNA mit Natriumacetat und Etha-
nol gefällt. Anschließend wird das DNA-Sediment in 50µl Injektionspuffer gelöst und
ist bereit, in die Embryonen injiziert zu werden. Hierzu werden 30min alte Embryonen
durch 5minütige Inkubation mit Hilfe eines Pinsels auf dem Rand eines Agarblöckchens
aufgereiht. Die Mikropyle der Embryonen sollte hierbei immer zur selben Seite zeigen.
Ein Objektträger wird am Rand entlang mit doppelseitigem Klebeband beklebt und die
Embryonen mit leichtem Druck auf das Klebeband und somit auf den Objektträger über-
führt. Bevor die Embryonen injiziert werden können, müssen sie in einer Petrischale mit
Silikagel für 10min getrocknet werden, damit sie beim Einstich der Nadel nicht platzen.
Anschließend werden die Embryonen mit Halocarbon-Öl (Sigma-Aldrich) überschichtet
und der Objektträger so unter dem Mikroskop platziert, dass das posteriore Ende der
Embryonen zur Injektionsnadel gerichtet ist. Die Injektionsnadel wurde zuvor mit der
in Injektionspuffer gelösten DNA beladen. Die Nadel wird in die Injektionsapparatur
eingespannt und so platziert, dass Embryonen und Nadel gleichermaßen im Mikroskop
scharf gestellt werden können. Um die Injektionsnadel zu öffnen, wird sie am Deckgläs-
chen abgebrochen, und dann mittels der Feinjustierung des Mikromanipulators in die
aufgereihten Embryonen eingeführt und die DNA-Lösung appliziert. Nach der Injektion
aller Embryonen wird der Objektträger auf einer Apfelsaft-Agarplatte platziert, wo sich
die Embryonen bei 18 ◦C weiter entwickeln können. Die überlebenden Larven werden in
ein Fliegenröhrchen überführt. Da die Insertion der P-Elemente in die Keimbahn der inji-
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zierten Embryonen erfolgte, kann die Selektion erfolgreich transformierter Fliegen erst
in der F1-Generation erfolgen. Hierzu werden die injizierten Fliegen (F0-Generation)
direkt nach dem Schlüpfen abgesammelt und einzeln mit white Fliegen gekreuzt. In den
Nachkommen dieser Kreuzungen können die transformierten Individuen anhand ihrer
orange bis roten Augenfarbe identifiziert werden. Orange- bis rotäugige Fliegen werden
vereinzelt und erneut mit white Fliegen gekreuzt. Der chromosomale Insertionsort der
transformierten P-Elemente wird nach Standardmethoden durch Kreuzen mit Balancer-
chromosomen bestimmt (siehe Greenspan, 1997). Die etablierten, transfomierten Linien
werden homozygotiert und eventuell über einem Balancerchromosom gehalten. Für je-
des P-Element werden mehrere transformierte Linien erstellt, um Positionseffekte auf
das P-Element auszuschließen.
3.12.8 Identifikation des P-Element Insertionslokus durch „plasmid
rescue“
Am 5′-Ende eines P-Elements befindet sich die Sequenz des gesamten pBluescript-
Vektors. Flankiert wird diese Plasmidsequenz von zwei unterschiedlichen Polylinkerse-
quenzen, die unterschiedliche Enzymschnittstellen aufweisen. Spaltet man genomische
DNA einer P-Element Insertionslinie mit einem Enzym, dass sich nur am 5′-Ende der
Vektorsequenz befindet, kommt es zu einem DNA-Fragment, auf dem sich die Vektor-
sequenz zusätzlich zu einem Abschnitt genomischer DNA befindet. Ligiert man die ge-
schnittenen DNA-Fragmente und transformiert sie in Bakterien, kann nur der Resi-
stenz besitzende, religierte Vektor in einer Bakterienkultur vermehrt werden. Nach an-
schließender Plasmidpräparation kann das zusätzlich aufgenommene genomische DNA-
Fragment sequenziert werden. Es stellt den Insertionslokus des P-Elements dar. Um
festzustellen, ob nur ein P-Element in dem Fliegengenom inseriert ist, kann das genomi-
sche Fragment mit dem ursprünglich verwendeten Enzym zusammen mit einem Enzym
aus der 3′-flankierenden Polylinkersequenz aus dem pBluescript-Vektor isoliert werden.
Kommt es zu zwei Fragmenten unterschiedlicher Größe, konnten zwei Insertionssequen-
zen isoliert werden.
3.12.9 Mutagenese durch P-Element-Mobilisierung
Das P-Element der Linie wechEP (2)2291 wird durch Einkreuzen eines „jump starter chro-
mosoms“ (Robertson et al., 1988) mobilisiert. Die verwendete „jump starter“-Linie
trägt das Transposase-Gen auf dem 3.Chromosom und hat den folgenden Genotyp:
wg59f /CyO; Sb∆2-3 /TM6Ubx. Aus der F1-Generation werden Männchen, die phäno-
typisch white, CyO und Sb sind, mit Weibchen des Genotyps w;Pm/CyO gekreuzt.
In der F2-Generation werden die Männchen, die phänotypisch white und CyO sind,
und somit wahrscheinlich das P-Element verloren haben, mit Weibchen des Genotyps
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w;Pm/CyO gekreuzt. Es werden insgesamt etwa 200 Einzellinien etabliert. Treten in
der F3-Generation der beiden ersten Kreuzungen Fliegen ohne rote Augen und CyO-
Balancer auf, ist mit dem Verlust des P-Elements eine Reversion hin zumWildtyp erfolgt
(siehe Abb. 7.6).
3.12.10 Generierung von mutanten Keimbahn-Klonen
Zur Herstellung von mutanten Keimbahn-Klonen der zuvor durch P-Element-Exzision
erzeugten wech66-Linie, muss diese zuerst durch Kreuzung mit der Linie w; P[w+,FRT]
G13,L /CyO auf das FRT-Chromosom rekombiniert werden (Chou and Perrimon, 1992).
Aus der F1-Generation werden Weibchen des Genotyps w;wech66 /P[w+,FRT]G13,L mit
w; Pm/CyO Männchen gekreuzt. Alle Nachkommen, bei denen eine erfolgreiche Rekom-
bination stattgefunden hat, und die den Genotyp w;wech66; P[w+,FRT]G13,L /CyO auf-
weisen, werden zur Etablierung eines Stammes verwendet. Für die Generierung der mu-
tanten Keimbahn-Klone werden Männchen des Genotyps yw, FLP; FRTw+ ovoD1 /CyO,
die aus der Kreuzung von Weibchen des Genotyps yw,P[ry+ FLP]hocsco /CyO mit
Männchen des Genotyps w, FRTG13w+ ovoD1 /CyO hervorgegangen sind, mit Weib-
chen des Fliegenstammes w;wech66; P[w+,FRT]G13,L /CyO gekreuzt. Röhrchen mit ei-
nem Tag alten Gelegen werden während des zweiten und dritten Larvenstadiums jeweils
für 2 h bei 37 ◦C im Wasserbad inkubiert. Dabei wird auf Grund des Hitzeschocks das
Flipase-Gen in den Larven aktiviert. Die aus diesen Larven hervorgehenden Weibchen
mit dem Genotyp w,wech66; P[w+,FRT]G13,L /FRTw+ ovoD1 werden mit Männchen des
Genotyps w,wech66 /CyO; twi-GFP gekreuzt. Die Embryonen aus diesen Kreuzungen




Im Rahmen eines Hefe-Zwei-Hybrid Screens wurde das Gen wech von Drosophila melano-
gaster als Interaktionspartner des Gap Junction Proteins Innexin3 identifiziert (Löer,
2003). Sowohl in Vertebraten als auch in Invertebraten findet man Orthologe von wech.
Doch über die Funktion der Gene und den biologischen Prozess in den sie involviert sind,
war zu diesem Zeitpunkt nichts bekannt.
In der vorliegenden Arbeit wurde daher die Funktion von wech mit Hilfe einer Kombina-
tion von genetischen, molekularbiologischen und biochemischen Techniken in Drosophila
melanogaster untersucht. Des Weiteren wurde überprüft, ob eine mögliche Abhängigkeit
der beiden Interaktionspartner im Hinblick auf morphologische Defekte besteht.
4.1 Molekulare Charakterisierung des wech-Lokus
(CG1624)
Mit Hilfe einer Datenbankanalyse (flybase) konnte gezeigt werden, dass sich der wech-
Lokus auf dem rechten Arm des zweiten Chromosoms von Drosophila melanogaster an
Position 43C7 - D1 befindet. Die wech-Transkriptionseinheit erstreckt sich über einen
genomischen Bereich von 7993 bp und beinhaltet drei alternative Spleißformen, die sich
aus sechs Exons und fünf Introns (RA und RC) bzw. fünf Exons und vier Introns (RB)
zusammensetzen (Abb. 4.1 A). Im ersten Exon ist ein P-Element (EP2291) inseriert. Um
seine genaue Insertionsstelle im wech-Lokus zu bestimmen, wurde ein „plasmid rescue“
Experiment durchgeführt. Hierzu wurde genomische DNA der P-Elementfliegenlinie, die
den pCaSpeR-Vektor pEP enthält, präpariert und mit dem Enzym EcoRI geschnitten.
Nach der anschließenden Ligation des pCaSpeR-Vektors pEP konnte das integrierte geno-
mische Fragment sequenziert werden. Eine Datenbankanalyse zeigt, dass das P-Element
den wech-Lokus betrifft und sich an Position + 65 befindet, wenn die Position +1 den
Transkriptionsstart von wech kennzeichnet (Abb. 4.1 A). Damit wurde die in der Daten-
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bank angegebene Position für die Insertion des P-Elements in der Fliegenlinie wechEP2291
bestätigt.
Die Exon-Intron-Grenzen und die Nukleotidsequenzen bezüglich des alternativen Splei-
ßens in der 5′-Region wurden mittles PCR näher analysiert. Hierzu wurden zwei Primer-
paare P1/P2 und P3/P4 generiert. Das Primerpaar P1/P2 ist so gewählt, dass es nur
die vorhergesagten Transkripte RA und RB erkennt, und das Primerpaar P3/P4 sollte
nur das Transkript RC erkennen, da dieses einen 44 bp früheren Transkriptionsstart
aufweist (Abb. 4.1 B). Die PCR auf cDNA-Ebene mit anschließender Sequenzierung der
PCR-Produkte zeigt, dass die Primerkombination P1/P2 nur die Transkripte RA und
RB erkennt, wogegen die Primerkombination P3/P4 alle drei Transkripte erkennt (Abb.
4.1 C). Somit konnte gezeigt werden, dass alle drei wech-Transkripte den gleichen Tran-
skriptionsstart haben, und dadurch die Transkripte RA und RB 44 bp länger sind als in
der Datenbank (flybase) angegeben (Abb. 4.1 D).
Abb. 4.1: Genomische Organisation des wech-Lokus. A: Der wech-Lokus befindet sich auf
dem zweiten Chromosom an Position 43C7 - D1 und besteht aus drei Transkripten (RA, RB und RC),
die durch alternatives Spleißen entstehen. Der offene Leserahmen ist in allen drei Transkripten gleich und
hat eine Länge von 2497 bp. B: Primerkombinationen zur Bestätigung der Exon-Intron-Struktur von
Exon1 bzw. 2 in den drei Transkripten. C: Ergebnis der PCR auf cDNA-Ebene. Die Primerkombination
P3/P4 erkennt alle drei Transkripte im Vergleich zur Primerkombination P1/P2, die nur die Transkripte
RA und RB erkennt. D: Korrektur des in der Datenbank angegebenen Transkriptionsstarts für die
Transkripte RA und RB (gelb).
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Der längste offene Leserahmen der wech-Transkripte hat eine Länge von 2497 bp und
ist in allen drei Transkripten identisch. Der offene Leserahmen besitzt ein Startco-
don, dessen Umgebung (TCTTATG) in guter Übereinstimmung mit der Drosophila-
Konsensussequenz für den Translationsstart, T /GAAT /GATG (Cavener, 1987) ist (siehe
Abb. 7.3). In der 3′-Sequenz der cDNA findet man zwei für eukaryotische Transkripte
typische Polyadenylierungssignale AATAA (siehe Abb. 7.3).
Der offene Leserahmen von wech kodiert für ein 832 Aminosäuren langes Protein. Dieses
hat ein errechntes Molekulargewicht von 90,57 kDa und einen errechneten isoelektrischen
Punkt von pH 6,05. Des Weiteren weist das Wech-Protein 46 Phosphorylierungsstellen
und 4 N-Glykosylierungsstellen auf (siehe Abb. 7.3).
Das wech-Gen kodiert für ein Multidomänenprotein mit einer BBox-Zinkfingerdomäne
und einer coiled-coil-Domäne, die charakteristisch für Mitglieder der RBCC/TRIM-
Proteinfamilie sind (Meroni und Diez-Roux, 2005). Mitglieder dieser Proteinfamilie besit-
zen meistens ein dreiteiliges Motiv, das aus einer Ringfingerdomäne, ein oder zwei BBox-
Zinkfingerdomänen und einer coiled-coil-Domäne besteht. Das Drosophila Wech-Protein
weist keine N-terminale Ringfingerdomäne auf. Es besitzt dagegen eine C-terminale
NHL-Domäne (Slack und Ruvkun, 1998), die ebenfalls häufig in Verbindung mit der
BBox-Zingfingerdomäne und der coiled-coil-Domäne auftritt.
Abb. 4.2: Sequenzidentität des Drosophila Wech-Proteins. A: Phylogenetischer Stamm-
baum der Wech-Proteine von Vertebraten und Invertebraten. B: Sequenzidentität der Wech-Domänen
relativ zur Drosophila Wech-Sequenz (%).Die Proteindomänen von D. melanogaster Wech sind mit den
Wech Orthologen in Vertebraten und Invertebraten verglichen.
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Mittels einer Datenbankanalyse konnten Wech-Orthologe in Vertebraten und Inverte-
braten identifiziert werden. Bei dem Vergleich der Aminosäuresequenzen ist auffällig,
dass die unterschiedlichen Wech-Proteine speziell in den C-terminalen NHL-Domänen
eine hohe Sequenzidentität aufweisen (siehe Abb. 4.2 B und Abb. 7.4). Diese Sequenz-
identität ist innerhalb der Invertebraten nochmals deutlich höher als bei den Vertebraten,
relativ zur Drosophila Wech-Sequenz (Abb. 4.2 B). Dies spiegelt auch der phylogenetische
Stammbaum wieder, bei dem sich schon früh eine Trennung zwischen Vertebraten und
Invertebraten zeigt (Abb. 4.2 A).
Über die molekulare Funktion der Wech-Proteine ist noch nichts bekannt. Nur das
C. elegans Orthologe Lin41 ist näher charakterisiert, und stellt einen entscheidenden
Faktor bei der Regulation der Entwicklung von der L4-Larve zum Adulten dar (Slack et
al., 2000).
Um Aufschluss über die molekulare Funktion und den biologischen Prozess, bei dem die
Wech-Proteine eine Rolle spielen, zu erhalten, wurde Wech und sein mutanter Phänotyp
in Drosophila melanogaster im Folgenden charakterisiert.
4.2 Expressionsmuster des wech Transkripts
Durch Färbung von wildtypischen Embryonen mit der wech in-situ Sonde konnte das
Expressionsmuster des wech Trankripts während der Embryogenese beschrieben werden
(Abb. 4.3).
Die in-situ Hybridisierung von wildtypischen Embryonen mit der wech Antisense-Sonde
zeigt, dass sich das räumliche Expressionsmuster von wech im Verlauf der Embryogene-
se verändert, so dass wech schließlich nur noch im ventralen Nervensystem, Gehirn und
peripheren Nervensystem zu finden ist (Abb. 4.3, A-H). Zu Beginn der Embryogenese, im
Blastodermstadium (Stadium 5), zeigt wech noch ein ubiquitäres Verteilungsmuster im
Embryo (A). Im Stadium des ausgestreckten Keimstreifens (Stadium 9-11) zeigt sich eine
Expression von wech im gesamten Neuroektoderm und den Neuroblasten im Procephalon
(B). Während sich der Keimstreifen zurückbildet (ab Stadium 12), kann weiterhin eine
Färbung im Neuroektoderm und den Neuroblasten im Procephalon beobachtet werden
(C). Ab Stadium 13 findet man wech im Gehirn und im sich entwickelnden ventralen
Strickleiternervensystem (D-G). Anhand des Expressionsmusters kann zwischen Kon-
nektiven und Kommissuren unterschieden werden (Pfeile in E). Neben der Färbung von
Gehirn und ventralem Nervensystem tritt ab Stadium 14 zusätzlich auch eine segmen-
tale Färbung auf (Pfeil in G, H). Diese Färbung weist auf eine Expression von wech im
peripheren Nervensystem hin.
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Abb. 4.3: In-situ Hybridisierung von wildtypischen Embryonen mit der wech
Antisense-Sonde. In Stadium 5 (A) wird wech ubiquitär exprimiert. Ab Stadium 9 spezifiziert sich
die Expression auf das Neuroektoderm (unterer Pfeil in B) und die Neuroblasten im Procephalon (oberer
Pfeil in B). Ab Stadium 13 detektiert man Expression im Gehirn (oberer Pfeil in D) und im ventralen
Nervensystem (unterer Pfeil in D). E zeigt die Expression im ventralen Nervenstrang, so dass man das
strickleiterartige Nervensystem erkennt und zwischen Konnektiven (oberer Pfeil in F) und Kommissuren
(unterer Pfeil in F) unterscheiden kann. In G kann man zwischen der rechten und linken Gehirnhälf-
te differenzieren (linker Pfeil). Ebenso ist eine leichte Färbung in den posterioren Spirakeln vorhanden
(rechter Pfeil). Neben diesen Färbungen erkennt man zusätzlich noch ein segmentales Expressionsmuster
(mittlerer Pfeil). Dieses ist in H vergrößert dargestellt und zeigt die wech Expression im peripheren Ner-
vensystem (Pfeil). Anterior befindet sich links, posterior rechts. A, B, C, D und F zeigen eine laterale
Ansicht des Embryos; E und G eine Aufsicht des Embryos. H ist eine Vergrößerung der segmentalen
Expression von G.
4.3 Spezifität des anti-Wech Antikörpers
Für die Charakterisierung der molekularen Funktion von Wech sowie der Wech Protein-
expression, wurde von der Firma Davids (Regensburg) ein anti-Wech Antikörper aus dem
Hasen generiert. Die Zielsequenz lag hierbei direkt vor der NHL-Domäne und umfasste
die Aminosäuren 536 - 550 (Sequenz: LSLSFATEGHEDGQV). Dieser Antikörper wurde
zunächst durch Immunoblotanalyse und in Immunfluoreszenzfärbungen an Embryonen
und an HeLa-Zellen auf seine Spezifität untersuchen.
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4.3.1 Immunoblot-Versuche mit dem anti-Wech Antikörper
Die Spezifität des anti-Wech Antikörpers wurde in einem heterologen System analysiert,
in dem Bakterien des Stammes XL1 blue das gesamte Wech-Protein exprimieren. Hier-
zu wurde die Sequenz zuvor in das Expressionsplasmid (pGEX) einkloniert, und das
generierte Konstrukt sequenziert, um die Richtigkeit der einklonierten Sequenz, sowie
das gemeinsame Leseraster zum GST-Protein, dass sich ebenfalls in dem pGEX-Vektor
befindet, zu überprüfen. Der Vektor mit dem GST-Wech-Fusionsprotein, sowie der lee-
re pGEX-Vektor als Kontrolle, wurden in Bakterien transformiert und durch Zugabe
von IPTG die Expression des Fusionsproteins induziert. Als Kontrolle diente jeweils ein
Ansatz, bei dem die Expression des Fusionsproteins nicht durch Zugabe von IPTG indu-
ziert wurde. Im anschließenden Immunoblot mit dem anti-Wech Antikörper konnte nur
in dem Proteinextrakt, der das Fusionsprotein nach Induktion exprimierte, eine Bande,
die in etwa der Größe des Wech-Proteins entspricht, nachgewiesen werden. Das errech-
nete Molekulargewicht des Fusionsproteins hatte eine Größe von 115 kDa. Allerdings
konnte nur eine Bande in der Größe von etwa 90 kDa detektiert werden, zusätzlich zu
einer Bande bei 25 kDa, die dem freien GST entspricht. In allen anderen Extrakten sind
diese Banden nicht zu finden (Abb. 4.4 A und B).
Abb. 4.4: Spezifitätstest des anti-Wech Antikörpers. Der Immunoblot aus Proteinextrakten
mit induzierten und nicht induzierten GST-Wech-Fusionsproteinen wurde mit dem anti-Wech Präim-
munserum (A) und dem anti-Wech Antikörper (B) inkubiert. Das Resultat zeigt, dass nur im Fall des
induzierten Fusionsproteins mit dem anti-Wech Antikörper eine Proteinexpression nachgewiesen werden
kann (roter Stern in B). C: Lysat von wildtypischen Embryonen wurde mit dem anti-Wech Antikör-
per bzw. dem anti-Wech-Präimmunserum im Immunoblot detektiert. Die spezifische Wech-Bande (Stern
in C) konnte nach Inkubation mit dem anti-Wech-Präimmunserum nicht detektiert werden. Die durch
einen gelben Pfeil gekennzeichneten Signale stellen mögliche kleinere Proteinvarianten von Wech dar (C).
pGex-Wech: Expression des GST-Wech Fusionsproteins; n.I.: nicht induziert; 0,5mM: mit 0,5mM
IPTG induziertes Fusionsprotein; eWT: embryonaler wildtypischer Extrakt.
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Neben dem Spezifitätstest in einem heterologen System wurden Proteinextrakte aus
wildtypischen Embryonen auf ein Polyacrylamidgel aufgetragen. Dieses wurde neben
dem anti-Wech Antikörper auch mit anti-Wech Präimmunserum detektiert. In dem Ex-
trakt, der mit dem anti-Wech Antikörper untersucht wurde, treten mehrere starke und
schwache Banden auf, wovon die bei etwa 90 kDa dem ermittelten theoretischen Mo-
lekulargewicht des Wech-Proteins entspricht. Neben dieser Bande treten zwei weitere
starke Banden auf, die einem Molekulargewicht entsprechen, das auf mögliche alternati-
ve Startcodons innerhalb von Wech zurückzuführen ist. Diese Banden finden sich nicht
in dem Proteinextrakt der mit dem anti-Wech Präimmunserum analysiert wurde (Abb.
4.4 C). Daher können sie als spezifisch angesehen werden.
4.3.2 Spezifität des anti-Wech Antikörpers in der Immunfluoreszenz
Parallel zu den Immunoblot Experimenten wurde die Spezifität des anti-Wech Anti-
körpers auch in der Immunfluoreszenz untersucht. Hierzu wurden HeLa-Zellen mit ei-
nem WechGFP-Fusionsprotein transfiziert und anschließend fixiert. In der nachfolgen-
den Immunfluoreszenzfärbung zeigte sich, dass nur die Zellen, die mit dem WechGFP-
Fusionsprotein transfiziert waren ein positives GFP- und Wech-Signal aufweisen (Abb.
4.5, A-C).
Abb. 4.5: Spezifitätstest des anti-Wech Antikörpers in der Immunfluoreszenz. A-C:
HeLa-Zellen wurden mit einem WechGFP-Fusionsprotein transfiziert. Wech-Expression (A) ist nur in
den Zellen vorhanden, die auch ein GFP-Signal (B) aufweisen. C: die Zellkerne sind mit DAPI (blau)
angefärbt. D-I: Überexpression von Wech mit dem GAL4-UAS-System führt zu einer spezifischen Wech-
Expression in der Speicheldrüse. Zusätzlich ist das endogene Wech in der epidermalen Muskelanhaftungs-
stelle zu erkennen (D, F). G-I: zeigen eine Vergrößerung der Speicheldrüse von (D-F).
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Neben den Immunfluoreszenzfärbungen an HeLa-Zellen wurde die Spezifität des anti-
Wech Antikörpers auch in Drosophila mit Hilfe des GAL4-UAS-Systems untersucht. Zu
diesem Zweck wurde die bapGal4-532-Treiberlinie verwendet, die eine Überexpression in
den Speicheldrüsen ermöglicht.
Wie in Abbildung 4.5 D-I deutlich zu erkennen, weist der Embryo ein spezifisches Signal
in der Speicheldrüse auf. In der Vergrößerung zeigt sich, das Wech punktuell an der
apikalen Seite der Zellen lokalisiert ist (Abb. 4.5 G-I). Neben dem spezifischen Signal in
den Speicheldrüsen ist die endogene Wech-Expression in den epidermalen Muskelanhaf-
tungsstellen zu erkennen (Pfeile in Abb. 4.5 D, F).
4.4 Anti-Wech Immunfluoreszenzen in Embryonen
Zur Charakterisierung der Wech-Proteinexpression wurden an wildtypischen Drosophi-
la-Embryonen Immunfluoreszenzfärbungen mit dem anti-Wech Antikörper durchgeführt.
Die Auswertung der Färbung erfolgte mittels konfokaler Laserscanmikroskopie.
Die Ergebnisse der Wech-Proteinexpression weichen deutlich von dem Muster der Gen-
expression ab. Zu Beginn der Embryogenese konnte, wie zuvor auch schon in der in-
situ Hybridisierung gesehen (vgl. Abb. 4.3 A), eine ubiquitäre Verteilung des Wech-
Proteins in dem Embryo beobachtet werden (Abb. 4.6 A, B). Wech ist hier ausschließ-
lich zytoplasmatisch lokalisiert, wobei die Expression vermehrt an der Plasmamembran
auftritt (Abb. 4.6 C, D). Mit Einsetzen der Gastrulation verändert sich die Wech-
Proteinexpression dahingehend, dass eine verstärkte Expression in den invaginierenden
Zellen beobachtet werden kann (Abb. 6 E), die sich im weiteren Verlauf der Embryo-
genese entlang des Keimbands und im Bereich des anterioren und posterioren Mit-
teldarmprimordiums konzentriert (Abb. 4.6 F, G). Zum Ende der Embryogenese findet
man die Wech-Proteinexpression in jedem Segment spezifisch an den Segmentgrenzen
(Abb. 4.6 H). Um diese Proteinexpression näher charakterisieren zu können, wurde eine
Kofärbung mit dem βPS-Integrin Antikörper durchgeführt, der an der basalen Oberfläche
von Tendonzellen Integrintransmembranrezeptoren als integrale Bestandteile der basa-
len hemiadhäsiven Verbindungen (hemiadherent junctions, HAJ) detektiert (Prokop et
al., 1998) (Abb. 4.6 I). Wech kolokaliserte vollständig mit dem βPS-Integrin Antikörper
(Abb. 4.6 J), so dass die Proteinexpression zu diesem Zeitpunkt der Embryogenese nur
noch in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle zu finden ist. In Abbildung 4.6 K-M
ist die Expression des Wech-Proteins in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle noch
einmal vergrößert dargestellt.
Somit stellt sich das Ergebnis der Wech-Proteinlokalisation folgendermaßen dar: Die
Wech-Proteinexpression stimmt nur in den sehr frühen Embryonalstadien mit der Genex-
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pression überein. Ab dem Zeitpunkt der Gastrulation weicht das Genexpressionsmuster
von der Proteinexpression dahingehend ab, dass keine Wech-Expression in Zellen des
sich entwickelnden zentralen und peripheren Nervensystems beobachtet werden konnte.
Dagegen fand sich Expression im Bereich des anterioren und posterioren Mitteldarmpri-
mordiums. Aber auch diese Expression war ab Stadium 12 nicht mehr erkennbar. Erst ab
Stadium 14/15 war erneut eine Wech-Expression vorhanden, die sich nun aber segmental
befand und den epidermalen Muskelanhaftungsstellen entspricht, was durch Kofärbung
mit dem βPS-Integrin Antikörper bestätigt werden konnte.
Abb. 4.6: Wech-Proteinexpression in wildtypischen Embryonen. Zu Beginn der Embryo-
genese (Stadium 6) ist Wech ubiquitär exprimiert (A, B). Eine Kofärbung mit dem Membranmarker
Cadherin zeigt, dass Wech sich ausschließlich im Zytoplasma der Zellen befindet (C, D); hierbei ver-
mehrt aber an der Plasmamembran auftritt (Pfeile in D). Mit dem Beginn der Gastrulation findet sich
eine verstärkte Expression von Wech in den invaginierenden Zellen (Pfeil in E), die sich später entlang
des Keimbands (F) und dem anterioren und posterioren Mitteldarmprimordium konzentriert (G). In den
späten Embryonalstadien (H-M) weist Wech eine segmentale Expression auf (H), die der epidermalen
Muskelanhaftungsstelle entspricht, was die Kofärbung mit dem βPS-Integrin Antikörper zeigt (Pfeil in




4.5 Wech Lokalisation in der epidermalen
Muskelanhaftungsstelle
Wie zuvor schon gezeigt, ist Wech in den späten Stadien der Embryogenese in den epi-
dermalen Muskelanhaftungsstellen exprimiert. Diese Expression soll im weiteren Verlauf
näher untersucht werden. Dazu wurden wildtypische Embryonen mit dem Aktinzytoske-
lettmarker Phalloidin, dem Membranmarker Fasciclin III und Wech gefärbt. Abbildung
4.7 zeigt, dass Wech im gesamten Embryo in den epidermalen Muskelanhaftungsstel-
len exprimiert wird. Die Expression befindet sich in der epidermalen Tendonzelle, die
zwischen jedem Segment die Muskeln mit der Epidermis verbindet.
Abb. 4.7: Wech-Expression in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle. A-C: Über-
sicht eines wildtypischen Embryos. Das Aktinzytoskelett wurde mit Phalloidin, und die Epidermis mit
dem Membranmarker Fasciclin III sichtbar gemacht. Wech-Expression findet sich ausschließlich in den
epidermalen Muskelanhaftungsstellen. D-F: Detailaufnahmen der dorsalen epidermalen Muskelanhaf-
tungsstellen. Wech zeigt eine basale Lokalisation in der epidermalen Tendonzelle (E), kolokalisiert aber
auch mit Phalloidin (F), das in den Muskelzellen exprimiert ist.
Die Detailaufnahmen in Abbildung 4.7 D-F zeigen, dass Wech basal in der Tendonzelle
exprimiert ist. Durch die Kolokalisation mit dem Aktinzytoskelettmarker Phalloidin ist
aber eine zusätzlich Expression von Wech in den Muskelzellen nicht auszuschließen.
Zur Feststellung, ob Wech in den epidermalen und mesodermalen Zellen der Muskel-
anhaftungsstelle exprimiert ist, wurden Kofärbungen mit entsprechenden Markerprotei-
nen für beide Zelltypen durchgeführt. Kofärbungen mit dem zytoplasmatischen Protein
Short Stop (auch Kakapo genannt) (Gregory und Brown, 1998), dass in der epider-
malen Tendonzelle vorkommt, zeigen, dass Wech mit Short Stop kolokalisiert. Jedoch
findet man basal Expression von Wech ohne ein zusätzliches Short Stop-Signal (Abb. 4.8
C). Um zu klären, ob diese Wech-Proteinexpression in den Muskelzellen lokalisiert ist,
wurden Kofärbungen mit dem muskelspezifischen Integrin αPS2 durchgeführt (Abb. 4.8
D-F). Auch hier zeigt Wech keine vollständige Kolokalisation mit dem Markerprotein
(Abb. 4.8 F). Zur Bestätigung, dass Wech tatsächlich in beiden Zelltypen der epider-
malen Muskelanhaftungsstelle vorkommt, wurden Kofärbungen mit βPS-Integrin, das
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von beiden Zelltypen exprimiert wird, durchgeführt (Abb. 4.8 G-I). In diesem Fall zeigt
Wech eine komplette Kolokalisation mit dem Markerprotein.
Aufgrund der oben aufgeführten Ergebnisse war es möglich, dass in Abbildung 4.8 J dar-
gestellte Schema der Wech-Expression in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle zu er-
stellen. Wir können festhalten, dass Wech in beiden Zelltypen, der epidermalen Tendon-
zelle und den mesodermalen Muskelzellen, exprimiert ist. Die Expression beschränkt sich
dabei auf Regionen, in denen Integrine vermehrt vorkommen, die die Adhäsion zwischen
den beiden Zelltypen vermitteln. Dies lässt den Schluss zu, dass Wech eine Rolle bei der
integrin-vermittelten Zelladhäsion spielt.
Abb. 4.8: Lokalisation von Wech in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle. A-F:
Wech zeigt nur eine partielle Kolokalisation mit dem tendonzellspezifischen Markerprotein Short Stop
(Pfeile inC), sowie dem muskelspezifischen Integrin αPS2 (Pfeile in F). Dagegen erfolgt mit βPS-Integrin
(G-I) eine vollständige Kolokalisation (Pfeil in I). J: das Schema zeigt die Wech-Expression in der
Muskelanhaftungsstelle. Wech ist in beiden Zelltypen im Bereich der integrin-vermittelten Zelladhäsion
exprimiert. Die epidermalen Zellen sind in blau, die Muskelzellen in gelb, und die Wech-Expression in
rot dargestellt.
4.6 Generierung von wech-Mutanten mittels P-Element
vermittelter Mutagenese
Um die Funktion von Wech im Kontext der integrin-vermittelten Zelladhäsion näher zu
analysieren, wurden im Rahmen dieser Arbeit wech-Mutanten mittels P-Element vermit-
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telter Mutagenese erzeugt. Hierzu wurde das in Exon 1 lokalisierte P-Element (Abb. 4.9)
der Fliegenlinie wechEP2291 mit Hilfe einer Transposase mobilisiert. Die dazu erforder-
lichen Kreuzungen sind in Abbildung 7.6 dargestellt.
Abb. 4.9: Insertion des für die Mobilisierung verwendeten EP-Elements. Das P-
Element der Fliegenlinie wechEP2291 befindet sich in Exon 1 an Position + 65 bp, wenn +1 den Tran-
skriptionsstart von wech darstellt
Aus 1800 Fliegen der F2-Generation wurden 30 Stämme etabliert, von denen 19 das P-
Element verloren haben (gekennzeichnet durch weiße Augen und CyO), bei neun Stäm-
men das P-Element an einem anderen Ort im Genom inseriert ist (gekennzeichnet durch
rote Augen und CyO), sowie zwei Stämme, die das P-Element verloren haben und wild-
typisch sind (gekennzeichnet durch weiße Augen, kein CyO).
4.6.1 Charakterisierung der generierten wech-Mutanten mittels PCR
Zur Charakterisierung der genomischen Region nach der P-Element-Exzision wurden
zwei Primer gewählt, die das P-Element im 5′- und 3′-Bereich flankieren (vgl. Abb. 4.9).
Mittels genomischer PCR und anschließender Sequenzierung konnte so geklärt werden,
welche Sequenzveränderungen bei der P-Element-Mutagenese stattgefunden haben.
Abb. 4.10: PCR zur Bestimmung der genomischen Region nach P-Element Mobili-
sierung. Dargestellt sind die Ergebnisse mit den in Abbildung 4.9 dargestellten Primern F1 und R1.
Das 541bp große Fragment konnte im Wildtyp nachgewiesen werden. In den P-Element-Exzisionslinien
finden sich ebenfalls Signale in ähnlicher Größe. Kein Signal ist bei der Ausgangslinie wechEP2291 und
der Wasserkontrolle vorhanden.
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Abbildung 4.10 zeigt das Ergebnis der PCR. Als Kontrollen wurden wildtypische DNA,
sowie die Ausgangslinie mit dem inserierten P-Element verwendet. Das erwartete wild-
typische Fragment, amplifiziert durch die Primer F1 und R1, weist eine Länge von 541
bp auf. In den ausgewählten Linien, die das P-Element nicht mehr besitzen, tritt eine
Bande bei ebenfalls etwa 541 bp auf, die nicht vom Wildtyp unterschieden werden kann.
Diese Banden wurden mit Hilfe der TOPO-Klonierung in den pCRII-Vektor kloniert und
anschließend sequenziert. Hierbei zeigte sich, dass das P-Element nicht vollständig aus
dem Genom entfernt werden konnte. Sowohl bei der Fliegenlinie wech8 als auch bei wech66
ist eine 11 bp lange Sequenz (GTAAACAAAAA) vom P-Element des pCaSpeR-Vektors
in dem Genom verblieben. Die Insertion dieser 11 bp in der 5′-UTR des wech-Lokus
führt wahrscheinlich zu einem Verlust des wech Transkripts und somit zur Letalität.
4.6.2 Analyse der wech-Expression in den erzeugten Mutanten
Zur Bestätigung, dass die beobachtete Letalität der durch P-Element Mobilisierung gene-
rierten Fliegenlinien wech8 und wech66 auf einen Verlust des wech-Transkripts zurückzu-
führen ist, wurden an diesen Mutanten, sowie einer Defizienz für wech und wildtypischen
Embryonen zur Kontrolle in-situ Hybridisierungen durchgeführt. Um zu zeigen, dass ein
Verlust der wech-Färbung auch einen Verlust der wech-Expression bedeutet, wurde als
interne Färbekontrolle eine in situ Antisense-Sonde von black cells verwendet, die spe-
zifisch in den Kristallzellen exprimiert ist (durch Pfeile in Abb. 4.11 gekennzeichnet).
Wie in Abbildung 4.11 dargestellt, zeigen die wildtypischen Embryonen (A-C) eine Ex-
pression von wech im zentralen Nervensystem, sowie die Färbung von black cells in den
Kristallzellen. Im Gegensatz dazu weisen die durch P-Element Mobilisierung erzeug-
ten wech-Mutanten eine deutliche Reduktion des wech-Transkripts auf (Abb. 4.11, D-I).
Die wech8 Mutanten zeigen nur noch eine leichte Färbung des zentralen Nervensystems
(Abb. 4.11, D-F), wogegen diese bei den wech66 Mutanten nochmals vermindert ist (Abb.
4.11, G-I). Im Vergleich zu den Mutanten, die somit keine vollständigen Transkriptnull-
Mutanten sind, findet man in der Defizienz von wech keine wech-Expression (Abb. 4.11,
J-K). In allen Embryonen konnte eine Färbung von black cells in den Kristallzellen nach-
gewiesen werden (siehe Pfeile in Abb. 4.11, D, I und K). Dadurch wurde bestätigt, dass
die Reduktion der wech-Expression auf eine Verminderung des wech-Transkripts in die-




Abb. 4.11: In-situ Hybridisierung der wech-Mutanten. A-C: wildtypische Embryonen, die
Expression von wech im zentralen Nervensystem, sowie black cells in den Kristallzellen aufweisen. D-F:
wech8-mutante Embryonen weisen eine deutliche Reduktion des wech-Transkripts im zentralen Nerven-
system auf. Dagegen ist die Expression von black cells unverändert (Pfeil in D). G-I: wech66-Mutanten
zeigen ebenfalls eine starke Reduktion des wech-Transkripts und eine unveränderte Expression von black
cells in den Kristallzellen (Pfeil in I). J-L: in der wech-Defizienz ist keine Expression von wech zu beob-
achten. Die Embryonen zeigen nur Expression von black cells in den Kristallzellen (Pfeil in K). A, B,
C, E, F, G, H, I, K und L zeigen eine laterale Ansicht des Embryos; D und J zeigen eine ventrale
Ansicht des Embryos. Dargestellt sind Embryonen des Stadiums 14-17.
Neben der in-situ Hybridisierung konnte für die wech66-Mutante eine Reduktion des
Transkripts auch mittels real-time PCR-Analysen nachgewiesen werden (Abb. 4.12).
Um die Reduktion des Transkriptlevels auf real-time PCR-Ebene zu kontrollieren, wurde
eine induzierbare RNAi-Fliegenlinie generiert, indem ein 750 bp großes Fragment in den
pWiz-Vektor einkloniert und in wildtypische Embryonen injiziert wurde (Lee und Car-
thew, 2003). Um die wech Transkription ubiquitär mit den RNAi-Linien zu inhibieren,
wurde der hs-Gal4 Treiberstamm verwendet und die Embryonen einem zweistündigen
Hitzeschock im Stadium 6-7 der Embryogenese ausgesetzt. Hierbei zeigte sich, dass das
wech-Transkript in diesen Mutanten um etwa 57% im Vergleich zur Wildtypkontrolle
reduziert ist. In zygotischen wech66 Mutanten kann man dagegen eine weitaus stärkere
Transkriptreduktion beobachten. Wech weist hier noch eine Restaktivität von 17,8% im
Vergleich zum Wildtyp auf (Abb. 4.12).
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Abb. 4.12: Real-time PCR Analyse der wech66-Mutante und wech-RNAi-Linie. Dar-
gestellt sind die Expressionslevel in hs-wech-RNAi Embryonen und zygotischen Embryonen der wech66-
Linie im Vergleich zu wildtypischen Embryonen. Man erkennt eine Reduktion des Transkriptionslevels
von wech in hs-wech-RNAi (43,33%) und zygotischen wech Mutanten (17,8%). wt = Wildtyp; wizwech
= wech RNAi-Linie.
4.6.3 Bestimmung der Letalität der wech-Mutanten
Um die mögliche Letalität der homozygoten wech-Mutanten zu spezifizieren, wurden
die Mutanten wech8 und wech66, sowie die wech-Defizienz (Df(2R)ST1) mit Hilfe des
Krüppel-GFP-Balancers umbalanciert. Dadurch war in der F1-Generation eine Unter-
scheidung zwischen homozygoten und heterozygoten Mutanten möglich, da nur die homo-
zygoten Mutanten keine GFP-Expression in den Bolvic-Organen aufweisen. Zusätzlich
wurden transheterozygote wech8/wech66 sowie wech-Defizienz /wech66 Mutanten näher
untersucht. Insgesamt wurden für jeden Genotyp 1000 Embryonen analysiert. Als Kon-
trolle dienten wildtypische Embryonen. Das Ergebnis ist in Abbildung 4.13 dargestellt.
Von den homozygot mutanten Embryonen entwickelten sich über einen Zeitraum von
fünf Tagen nur etwa 4-5% zu lebensfähigen Larven, die jedoch im L1-Stadium starben.
Die restlichen Embryonen waren im Stadium 16-17 der Embryogenese letal. Die Tat-
sache, dass sich die Mutationen in den transheterozygoten Embryonen nicht gegenseitig
komplementieren bestätigt, dass nur das wech Gen mutiert ist.
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Abb. 4.13: Graphische Darstellung der Letalität der für wech mutanten Fliegen-
linien. Es konnte gezeigt werden, dass die wech8 und wech66 Mutante sowie die wech-Defizienz
(Df(2R)ST1) im Stadium 16-17 embryonal letal sind, und die Stämme sich bezüglich der Mutation
nicht komplementieren.
Zusammenfassend lässt sich somit festhalten, dass die wech-Mutanten eine späte em-
bryonale Letalität besitzen, die auf den Verlust des wech-Transkripts zurückzuführen
ist.
4.6.4 Phänotyp der wech-Mutante
Da Wech mit den Integrinen αPS2 und βPS kolokalisiert (vgl. Abb. 4.8) und diese
Mutanten einen Muskeldefekt aufweisen (Prokop et al., 1998), wurde der embryonale
Phänotyp der wech66-Mutante im Hinblick auf mögliche Muskeldefekte näher analysiert.
In wildtypischen Embryonen besitzt jedes Segment des Embryos 30 genau definierte Mus-
keln, die über sogenannte Muskelanhaftungsstellen untereinander und mit der Epidermis
verbunden sind (Abb. 4.14 A und C; Abb. 7.1). In βPS-Integrinmutanten (mysXG43)
ist dieser stereotype Muskelaufbau zerstört (Brown,1994). Die Muskelanhaftungsstellen
reißen, da durch den Verlust der Integrine keine Verbindung mit dem Zytoskelett der
einzelnen Zellen besteht, und sich die Muskeln bei Kontraktion aufgrund verminderter
Zelladhäsion voneinander und von der Epidermis ablösen und sich dadurch abrunden
(Abb. 4.14 B und D). Die hier charakterisierte wech66-Mutante weist einen ähnlichen
Muskelphänotyp wie die Integrinmutanten auf. Dieser ist in den wech66-Mutanten aber
weniger stark ausgeprägt. Man findet nur in den späten Stadien (Stadium 15-17) sich
ablösende und zum Teil abgerundete Muskeln (Abb. 4.14 E und G). Im Vergleich dazu
zeigt die Defizienz von wech (Df(2R)ST1) einen weitaus stärkeren Phänotyp mit abge-
rundeten Muskeln und einem fast vollständig zerstörten Muskelaufbau (Abb. 4.14 F und
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H).
Abb. 4.14: Muskelphänotypen der myospheroid- und wech-Mutanten. A: wildtypische
Embryonen zeigen ein stereotypes Muster der Muskeln in jedem Segment. C: Vergrößerung der Segmente
A3 und A4 aus A. Im Vergleich dazu ist dieses Muster in myospheroid-Mutanten nicht mehr vorhanden
und die Muskeln sind abgerundet und nicht mehr untereinander und mit der Epidermis verbunden (B
und D). Einen ähnlichen Phänotyp mit sich abrundenden Muskeln zeigen wech-Mutanten (E und G).
Dieser ist in der wech-Defizienz noch verstärkt (F und H). Das Aktinzytoskelett der Muskeln wurde mit
Phalloidin angefärbt. Die Sterne (*) kennzeichnen abgerundete und abgelöste Muskeln (D, G und H).
Der weitaus schwächere Muskelphänotyp der wech66-Mutante im Vergleich zu der βPS-
Integrinmutante könnte auf die starke maternale Komponente von wech zurückzuführen
sein. Um dies näher zu charakterisieren, wurde FRTG13 mit der wech66-Mutante re-
kombiniert, so dass mit Hilfe einer Flippase die Genfunktion von wech auch maternal
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ausgeschaltet werden kann (vgl. 3.12.10).
Durch die Erzeugung maternal und zygotischer wech-Nullmutanten konnte der embryo-
nale Phänotyp mit den abgerundeten und zum Teil abgelösten Muskeln verstärkt wer-
den. Die abgelösten Muskeln sind in den Nullmutanten schon zu Beginn des Embryonal-
stadiums 15 deutlich zu erkennen (Abb. 4.15), so dass der Phänotyp eher dem der βPS-
Integrinmutante entspricht (vgl. Abb. 4.14 B und D).
Abb. 4.15: Maternale und zygotische wech-Mutante. A: Die maternale und zygotische wech-
Nullmutante weist deutlich mehr abgrundete Muskeln im Vergleich zu der zygotischen wech-Mutante auf.
B: Detail des in A markierten Bereichs. Die Muskeln wurden mit Phalloidin angefärbt.
Zusammenfassend lässt sich somit festhalten, dass die wech-Mutante einen ähnlichen
Phänotyp wie die myospheroid-Mutante aufweist. Der wech mutante Phänotyp ist aber
im Vergleich zu dem von myospheroid, der auch Defekte in der Ausbildung des Darms
aufweist, ausschließlich auf die epidermale Muskelanhaftungsstelle beschränkt.
Um festzustellen, ob die abgerundeten Muskeln in der wech Mutante auf einen Zelladhä-
sionsdefekt oder einen Defekt bei der Myoblastenfusion zurückzuführen sind, wurde der
DA1-Muskel bezüglich der Anzahl seiner Kerne untersucht. In wildtypischen Embryonen
besitzt der DA1-Muskel zwischen neun und elf Kerne, die durch die Expression des Mar-
kerproteins Even-skipped gekennzeichnet sind. In Mutanten, bei denen die Fusion der
Myoblasten gestört ist, weist der DA1-Muskel eine reduzierte Anzahl an Even-skipped
exprimierenden Kernen auf (Paululat et al., 1999). Bei den 20 untersuchten Hemiseg-
menten der wech66 Mutante besaßen alle analysierten DA1-Muskel zwischen neun und
zehn Even-skipped positive Kerne, was darauf hindeutet, dass diese Mutanten einen
Adhäsions- und keinen Fusionsdefekt aufweisen (Abb. 4.16, A und B). Neben der Ana-
lyse der DA1-Muskel wurden in wech mutanten Embryonen die Kerne der abgerundeten
Muskeln in den abdominalen Segmenten A3 und A4 ausgezählt und mit denen von
myospheroid Mutanten verglichen. Dabei zeigte sich, dass die Mehrzahl der abgerun-
deten Muskeln vielkernig ist und in etwa denen von myospheroid Mutanten entspricht
(Abb. 4.16, C). Dies bestätigt die Vermutung, dass der Verlust von wech keinen Fusions-
defekt, sondern Zelladhäsionsdefekte verursacht.
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Abb. 4.16: Muskelphänotyp von wech66 Mutanten. A-B: Even-Skipped Expression in den
DA1-Muskeln eines Embryos in Stadium 15. Im Vergleich zum Wildtyp (A), mit neun bis elf Even-
Skipped positiven Kernen, weisen die wech66 Mutanten ebenfalls zwischen neun und zehn Even-Skipped
positive Kerne auf (B). C: Vergleich der Anzahl an Kernen in abgerundeten Muskeln der Abdominal-
segmente A3 und A4 von wech und myospheroid Mutanten.
4.6.5 Rettung des wech mutanten Phänotyps
Um zu zeigen, dass der mutante Phänotyp von wech durch die ektopische Expression
von Wech in den entsprechenden Geweben gerettet und damit auf den Verlust von wech
zurückgeführt werden kann, wurde das WechGFP-Fusionsprotein in den pUAST-Vektor
kloniert und durch Injektion transgene Fliegenlinien hergestellt. Die so erzeugten Fliegen,
die das Konstrukt in ihr Genom integriert haben, wurden in dem folgenden Experiment
verwendet. Da Wech sowohl in den mesodermalen Muskeln, als auch in der epidermalen
Tendonzelle exprimiert ist (vgl. Abb. 4.8), wurde für die Rettung des wech mutanten
Phänotyps eine Kombination aus dem tendonzellspezifischen Treiber stripe-Gal4 und
dem muskelspezifischen Treiber mef2-Gal4 verwendet. Die Expression des WechGFP-
Fusionsproteins in beiden Zellen führt zu einer vollständigen Rettung des embryonal
letalen Phänotyps (Abb. 4.17, C). Dagegen kann durch die Expression des WechGFP-
Fusionsproteins in nur einer der beiden Zellen der Phänotyp nicht vollständig gerettet
werden. Ein Teil der Embryonen ist noch embryonal letal. So kann durch die Expression
in der Tendonzelle die Letalität zu 84,99% und durch die Expression in den Muskeln die
Letalität zu 86,9% gerettet werden. Bei der Kombination aus den beiden Treiberlinien
erhält man dagegen eine Rettung des Phänotyps von 92,8%, die in etwa der entspricht,
wenn man einen ubiquitären Treiber wie hs-Gal4 verwendet (93,19%) (Abb. 4.17, D).
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Abb. 4.17: Rettung des wech mutanten Phänotyps. A-C: Im Vergleich zu den Muskelde-
fekten der wech66 Mutante (B), kann durch Expression eines WechGFP-Fusionsproteins in den Muskeln
und der epidermalen Tendonzelle dieser Phänotyp gerettet werden (C) und entspricht dem Wildtyp (A).
D: Rettung des wech mutanten Phänotyps unter Verwendung verschiedener Treiberlinien. Angegeben
sind die Prozentigkeiten der überlebenden und letalen Embryonen.
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass der in der wech Mutante identifizierte Phäno-
typ auf den Verlust der wech Expression zurückzuführen ist, und durch die ektopische
Expression in der epidermalen Tendonzelle und den mesodermalen Muskeln in den Mu-
tanten gerettet werden kann. Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass die abgelösten
und abgerundeten Muskeln keinen Fusionsdefekt aufweisen, und der Phänotyp von wech
daher, ähnlich dem von myospheroid, auf einen Verlust der Zelladhäsion zurückzufüh-
ren ist. Aufgrund dessen wurde im Folgenden die Funktion von Wech bei der integrin-
vermittelten Zelladhäsion näher charakterisiert.
4.7 Die Rolle von Wech in der integrin-vermittelten
Zelladhäsion
4.7.1 Lokalisation von Wech in βPS-Integrin-Mutanten
Um festzustellen, welche Rolle Wech bei der integrin-vermittelten Zelladhäsion spielt,
wurde die Expression von Wech in βPS (myospheroid)-Mutanten untersucht. In wild-
typischen Embryonen zeigt Wech eine starke kortikale Anreicherung in der epidermalen
Muskelanhaftungsstelle (Abb. 4.18 A). Diese kortikale Akkumulation von Wech geht in
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zygotischen myospheroid-Mutanten verloren. In diesen Mutanten ist die Proteinexpres-
sion reduziert, und das Protein diffus in der Muskelanhaftungsstelle verteilt. Des Weiteren
zeigt es eine teilweise zytoplasmatische Lokalisation (Abb. 4.18 B).
Abb. 4.18: Expression von Wech in myospheroid-Mutanten. A: in wildtypischen Embryo-
nen ist Wech kortikal in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle exprimiert. B: in zygotischen myos-
pheroid-Mutanten ist die kortikale Akkumulation von Wech verloren gegangen, und Wech ist auch an
anderen Stellen im Zytoplasma exprimiert. Dargestellt sind epidermale Muskelanhaftungsstellen von ei-
nem Embryo in Stadium 17. Die Ausschnitte zeigen jeweils eine Vergrößerung der Muskelanhaftungsstelle.
Diese Daten deuten darauf hin, dass βPS-Integrin für die Lokalisation von Wech in der
epidermalen Muskelanhaftungsstelle erforderlich ist.
4.7.2 Expression von Integrinen in wech-Mutanten
Um zu bestätigen, dass die kortikale Lokalisation von Wech in der Muskelanhaftungs-
stelle von den Integrinrezeptoren abhängig ist, wurde als Vergleich die Expression von
Integrinen in wech-Mutanten untersucht.
Wie in Abbildung 4.19 anhand der lateralen epidermalen Muskelanhaftungsstellen ge-
zeigt, weist sowohl das βPS-Integrin (Abb. 4.19 A-C) als auch das αPS2-Integrin (Abb.
4.19 G-I) in wildtypischen Embryonen eine deutliche Expression in den lateralen epi-
dermalen Muskelanhaftungsstellen auf. Daneben erkennt man auch leichte Expression in
den Anhaftungsstellen der einzelnen Muskeln untereinander (Abb. 4.19 B und H, Pfei-
le). Diese Expression der beiden Integrine verändert sich in wech-Mutanten, im Vergleich
zu der Wech-Expression in myospheroid-Mutanten, nicht. Sowohl das βPS-Integrin als
auch das αPS2-Integrin sind in den wech-Mutanten noch in der epidermalen Muskel-
anhaftungsstelle exprimiert (Abb. 4.19 D-F und J-L). Des Weiteren konnte auch kein
Verlust der Expression in den Anhaftungsstellen der Muskeln untereinander beobachtet
werden. Auch hier sind die Integrine αPS2 und βPS weiterhin wie in den wildtypischen
Embryonen exprimiert (Abb. 4.19 E und K, Pfeile).
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Abb. 4.19: Expression von αPS2- und βPS-Integrinen in wech-Mutanten. A-C: Ex-
pression von βPS in den Muskelanhaftungsstellen von wildtypischen Embryonen (Pfeil in C). B: der
Pfeil deutet auf βPS-Expression an den Kontaktstellen zwischen zwei Muskeln. D-F: Die Expression
von βPS ist unverändert in wech66-Mutanten (Pfeile in E und F). G-H: αPS2 ist vergleichbar wie βPS
in den Muskelanhaftungsstellen von wildtypischen Embryonen exprimiert (Pfeil in H). I: der Pfeil deutet
auf αPS2-Expression an den Kontaktstellen zwischen zwei Muskeln. J-L: In wech66-Mutanten zeigt αPS2
keine Veränderung der Expression in den Muskelanhaftungsstellen (Pfeile in K und L).
Um auszuschließen, dass die korrekte Lokalisation von αPS2- und βPS-Integrin in zygo-
tischen wech-Mutanten auf die maternale Komponente von Wech zurückzuführen ist,
wurde die Expression von βPS, dass sowohl in den Muskeln als auch in der Tendonzelle
exprimiert ist, in maternalen und zygotischen Nullmutanten von wech untersucht.
Hierbei zeigte sich, dass der Phänotyp von wech bezüglich dem Verlust der integrin-
vermittelten Zelladhäsion im Vergleich zu den zygotischen Mutanten noch verstärkt ist
(vgl. Abb. 4.14 E). Dort, wo in den maternalen und zygotischen Nullmutanten die ab-
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gerundeten Muskeln noch in Kontakt stehen oder mit der epidermalen Tendonzelle ver-
bunden sind, findet man weiterhin eine Expression des dort exprimierten βPS-Integrins
(Abb. 4.20 A -D, Pfeile in B und D).
In diesem Zusammenhang wurde des Weiteren die Lokalisation von Wech in mater-
nalen und zygotischen Nullmutaten von βPS-Integrin (myospheroid) näher analysiert.
Da Wech embryonal erst spät in den Muskelanhaftungsstellen eine Expression zeigt, die
myospheroid maternalen und zygotischen Mutanten aber einen Keimbanddefekt aufwei-
sen und somit früh in der Embryogenese sterben, wurde die Expression von Wech in
diesen Mutanten in den Oozyten charakterisiert (Abb. 4.20 E und F). In wildtypischen
Oozyten ist Wech membranständig in einem punktuellen Muster exprimiert (Abb. 4.20
E). Diese membranständige Expression ist in Oozyten von maternalen und zygotischen
myospheroid-Nullmutanten nicht mehr vorhanden. Es findet sich immer noch eine punk-
tuelle Expression von Wech, die aber nicht mehr lokalisiert an der Plasmamembran,
sondern diffus im Zytoplasma zu finden ist (Abb. 4.20 F).
Abb. 4.20: Expression des muskel- und tendonzellspezifischen βPS-Integrins in ma-
ternalen und zygotischen wech-Nullmutanten A-D: in maternalen und zygotischen wech-
Nullmutanten ist der Verlust der integrin-vermittelten Zelladhäsion mit abgerundeten Muskeln deutlich
ausgeprägt. βPS-Integrin-Expression ist aber weiterhin an den Kontaktstellen zwischen zwei Muskeln und
der Epidermis vorhanden (Pfeil in B und D). Im Vergleich zu wildtypischen Oozyten (E) zeigt Wech
keine membranständige Expression mehr in myospheroid maternalen und zygotischen Nullmutanten (F).
Die Muskeln in A-D wurden mit Phalloidin angefärbt.
Zusammenfassend lässt sich somit festhalten, dass speziell der βPS-Integrin-Rezeptor für
die Lokalisation von Wech in den epidermalen Muskelanhafungsstellen verantwortlich ist.
Darüber hinaus können aufgrund der oben genannten Ergebnisse die für wech-Mutanten
typischen abgerundeten und zum Teil fehlenden Muskeln nicht auf einen Verlust der
Integrin-Funktion zurückgeführt werden, da sowohl das αPS2-Integrin als auch das βPS-
Integrin in den wech-Mutanten keine veränderte Proteinexpression aufweisen. Trotzdem
zeigen sie die für diese Mutanten typischen Verluste der integrin-vermittelten Zelladhä-
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sion. Zur weiteren Charakterisierung der verminderten Zelladhäsion in wech-Mutanten
wurde aus diesem Grund der sogenannte zytoplasmatische Integrin-Komplex näher un-
tersucht.
4.7.3 Wech und der zytoplasmatische Integrin-Komplex
Die Hauptkomponenten des Integrin-assoziierten Proteinkomplexes sind Talin, Integrin-
linked kinase (ILK) und Tensin (siehe 1.4). Diese Komponenten sind mit dem Aktinzyto-
skelett verbunden und verknüpfen es so mit den Integrinrezeptoren an der Plasmamem-
bran. Fehlt eines der Proteine aus dem Komplex, ist die integrin-vermittelte Zelladhäsion
gestört, und führt im Fall der Muskulatur zu abgerundeten und von der Epidermis ab-
gelösten Muskeln (Brown et al., 2002; Torgler et al., 2002; Zervas et al., 2001). Neben
den genannten Hauptkomponenten ist PINCH eine weitere, in den Komplex involvierte
Komponente. Clark et al. (2003) konnten zeigen, dass PINCH die Funktion von ILK
beeinflusst, indem es direkt an ILK bindet, oder einen Faktor rekrutiert, der für die
Modifikationen von ILK verantwortlich ist.
In Abbildung 4.21 sieht man eine schematische Darstellung der bisher nachgewiesenen
Interaktionen zwischen den Integrinrezeptoren, den Komponenten des Proteinkomplexes
und dem Aktinzytoskelett.
Abb. 4.21: Modell der Interaktionen zwischen dem integrin-assoziierten Protein-
komplex und den Integrinrezeptoren. ILK und Tensin binden an das Aktinzytoskelett, wogegen
Talin als Homodimer direkt mit dem βPS-Integrinrezeptor in der Plasmamembran interagiert. Der In-
tegrinrezeptor, bestehend aus einem α- und βPS-Heterodimer, ist extrazellulär mit der Extrazellulären-
Matrix verbunden. PINCH bindet direkt oder über einen zusätzlichen Faktor an ILK (gekennzeichnet
durch Pfeil und ?).
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Das zytoplasmatische Protein Talin bindet als antiparalleles Homodimer direkt an den
zytoplasmatischen C-terminalen Teil des βPS-Integrinrezeptors. Die Interaktion von
Talin mit dem Integrinrezeptor führt zur Akkumulation von Integrinen an dieser Stelle
und ebenso zur Aktivierung der Integrine („inside-out signalling“). Durch die Aktivie-
rung sind die Integrine nun in der Lage mit Komponenten der extrazellulären Matrix zu
interagieren und dadurch das sogenannte „outside-in signalling“ zu vermitteln (Hynes,
2002).
Die weiteren Komponenten des integrin-assoziierten Proteinkomplexes, ILK und Tensin,
sind direkt mit dem Aktinzytoskelett verbunden. Hierbei ist zu beachten, dass ILK für
die korrekte Lokalisation von Tensin in dem Proteinkomplex verantwortlich ist. Fehlt die
ILK-Funktion, ist Tensin nicht mehr in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle lokali-
siert (Torgler et al., 2003). Darüber hinaus kommt bei einem Verlust der ILK-Funktion
keine Interaktion des Aktinzytoskeletts mit der Plasmamembran zustande (Zervas et al.,
2001).
Ob die Komponenten ILK/Tensin und Integrinrezeptor/Talin miteinander interagieren,
und ob für diese putative Interaktion weitere Proteine benötigt werden, ist unbekannt.
Koexpression von Wech mit den Komponenten des integrin-assoziierten
Proteinkomplexes
Um festzustellen, ob Wech mit den Komponenten des integrin-assoziierten Protein-
komplexes kolokalisiert, wurden Immunfluoreszenzfärbungen durchgeführt (Abbildung
4.22).
Dargestellt sind jeweils dorsale, epidermale Muskelanhaftungsstellen. Die Proteine des
integrin-assoziierten Komplexes zeigen, genauso wie βPS-Integrin (vgl. Abb. 4.8), eine
basale Lokalisation in der Tendonzelle. Dasselbe gilt für Wech, dass mit allen vier ge-
zeigten Komponenten, Talin (Abb. 4.22, A-C), ILK (Abb. 4.22, D-F), Tensin (Abb. 4.22,
G-I), und PINCH (Abb. 4.22, J-L) kolokalisiert. Hierbei ist zu beachten, dass die Ex-
pression von ILK und Tensin mit Hilfe eines GFP-Fusionsproteins erreicht wurde. Dabei
wurde das jeweilige Fusionsprotein unter dem entsprechenden endogenen Promotor ex-
primiert, so dass eine wildtypische Expression des Proteins beobachtet werden konnte.
Auffällig bei den Expressionsstudien war, dass die Kolokalisation von Wech mit den
Komponenten des integrin-assoziierten Proteinkomplexes nur in der epidermalen Muskel-
anhaftungsstelle auftritt, und nicht etwa im Vorder- oder Hinterdarm, wo zum Beispiel
ILK und Tensin, genauso wie Integrine, ebenfalls exprimiert sind.
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Abb. 4.22: Koexpression von Wech mit dem integrin-assoziierten Proteinkomplex.
A-C: Kolokalisation von Wech mit dem zytoplasmatischen Protein Talin.D-F: ILK-GFP und Wech sind
in der Muskelanhaftungsstelle koexprimiert.G-I:Wech kolokalisiert mit Tensin. J-L: Kolokalisation von
PINCH mit Wech. Dargestellt sind dorsale, epidermale Muskelanhaftungsstellen. wt = Wildtyp
Fehllokalisation von Wech in talin-Mutanten
Bei der Analyse zur Charakterisierung, welche der Komponenten des integrin-assoziierten
Proteinkomplexes für die Expression vonWech in der epidermalen Muskelanhaftungsstel-
le verantwortlich sind, wurde mit Talin begonnen, das direkt mit dem Integrinrezeptor
verbunden ist (vgl. Abb. 4.21).
Abb. 4.23: Expression von Talin in wech-Mutanten. A: In talin (rhea2) Mutanten ist Wech
nicht mehr in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle lokalisiert (Pfeil). B-C: in zygotischen wech-
Mutanten zeigt Talin dagegen weiterhin eine Expression in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle.
Pfeil in C deutet auf abgerundete Muskeln. D-F: Die Expression von Talin bleibt auch in maternalen
und zygotischen wech-Nullmutanten erhalten. E-F sind Vergrößerungen von D.
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In talin (rhea2) Mutanten ist Wech nicht mehr in der epidermalen Muskelanhaftungs-
stelle lokalisiert (Abb. 4.23 A). Im Vergleich dazu zeigt Talin weder in zygotischen wech-
Mutanten (Abb. 4.23, B-C), noch in maternalen und zygotischen wech-Nullmutanten
eine Fehllokalisation (Abb. 4.23, D-F). Die Expression von Talin in diesen Mutanten ist
vergleichbar mit der von βPS-Integrin (vgl. Abb. 4.20).
Die oben gezeigten Ergebnisse deuten darauf hin, dass die Expression von Wech ver-
mutlich der von Talin nachgeschaltet ist. Um dies genauer zu untersuchen, wurde die
Expression der beiden anderen Komponenten des integrin-assoziierten Proteinkomplexes,
ILK und Tensin, deren Lokalisation wiederum von Talin abhängig ist, näher analysiert.
ILK- und Tensin-Expression in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle
sind von Wech abhängig
In dem integrin-assoziierten Proteinkomplex sind ILK und Tensin die beiden Komponen-
ten, die direkt mit dem Aktinzytoskelett verbunden sind (vgl. Abb. 4.23). Die Expres-
sionsanalyse der ILK- und Tensin-GFP-Fusionsproteine in wech-Mutanten zeigt, dass
beide Proteine in den epidermalen Muskelanhaftungsstellen fehllokalisiert sind. In wech-
Mutanten ist die Expression von ILK im Vergleich zum Wildtyp stark reduziert, und
nur noch teilweise in den lateralen Muskelanhaftungsstellen vorhanden (Abb. 4.24, C-D,
Pfeile in C). Dagegen ist die Expression von Tensin in den lateralen Muskelanhaftungs-
stellen von wech-Mutanten nicht mehr detektierbar (Abb. 4.24, G-H, Pfeil in G). Dies
ist auf die durch den Verlust von Wech stark reduzierte Expression von ILK in den
Muskelanhaftungsstellen zurückzuführen, da in den wech-Mutanten keine ausreichende
Menge an ILK in den epidermalen Muskelanhaftungsstellen vorhanden ist, um Tensin in
den Proteinkomplex zu rekrutieren.
Abb. 4.24: Fehllokalisation von ILK und Tensin in wech-Mutanten. Im Vergleich zur
ILK-Expression in der Muskelanhaftungsstelle in wildtypischen Embryonen (A-B, Pfeil in A), ist die
ILK-Expression in wech-Mutanten deutlich reduziert (C-D, Pfeil inC). Tensin, dass ebenfalls imWildtyp
in der Muskelanhaftungsstelle exprimiert ist (E-F, Pfeil in E), zeigt keine Expression in wech-Mutanten
(G-H, Pfeil in G). Die Pfeile in D und H deuten auf abgerundete Muskeln in den wech-Mutanten.
Dargestellt sind laterale, epidermale Muskelanhaftungsstellen.
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Zur Bestätigung, dass Wech für die Rekrutierung und Expression von ILK und Tensin
in die epidermale Muskelanhaftungsstelle verantwortlich ist, wurde die Expression und
Lokalisation von Wech in ilk-Mutanten untersucht. Die ilk-Mutanten weisen ebenfalls
einen Verlust der integrin-vermittelten Zelladhäsion auf, und sind durch von der Epider-
mis abgelöste und abgerundete Muskeln gekennzeichnet.
Es zeigte sich, dass die Wech-Expression in den ilk-Mutanten weder reduziert ist, noch
eine Fehllokalisation des Proteins vorliegt (Abb. 4.25, Pfeil in B). Aus diesen Experi-
menten ließ sich schließen, dass Wech für die Lokalisation und Expression der beiden
mit dem Aktinzytoskelett verbundenen integrin-assoziierten Proteine, ILK und Tensin,
in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle verantwortlich ist.
Abb. 4.25: Expression von Wech in ilk-Mutanten. A-B: Wech zeigt keine Fehllokalisation
oder eine Reduktion der Expression in ilk-Mutanten (Pfeil in B). B: ilk-Mutanten sind ebenfalls durch
einen Verlust der integrin-vermittelten Zelladhäsion, einhergehend mit abgerundeten Muskeln, gekenn-
zeichnet. Die Muskeln wurden mit Phalloidin angefärbt.
Zusammenfassend lässt sich somit festhalten, dass Wech eine wichtige Rolle für die kor-
rekte Lokalisation von ILK, und somit auch Tensin, in den epidermalen Muskelanhaf-
tungsstellen spielt. Darüber hinaus wird Talin, das mit dem zytoplasmatischen Teil des
Integrinrezeptors interagiert, für die Rekrutierung von Wech in die epidermale Muskel-
anhaftungsstelle benötigt. Ob die Lokalisation von Wech in der Muskelanhaftungsstelle
von Talin oder von βPS-Integrin abhängig ist, kann anhand der oben gezeigten Er-
gebnisse nicht eindeutig geklärt werden, da erst durch die Interaktion von Talin mit
βPS-Integrin die Integrin-Heterodimere in der Membran angereichert werden, und so-
mit die Akkumulation von Integrin-Heterodimeren eine Rekrutierung von Wech in die
Muskelanhaftungsstellen auslösen kann.
Wech interagiert mit ILK
Um zu untersuchen ob Wech mit ILK interagiert, wurden biochemische Analysen durch-
geführt. Hierzu wurden HeLa-Zellen mit einem Wech-Myc-Fusionsprotein, sowie ver-
schiedenen ILK-Flag Fusionsproteinen kotransfiziert. Zur Charakterisierung der ILK-
Interaktionsdomäne wurden zu diesem Zweck die N-terminalen Ankyrin-Wiederholungen
sowie die C-terminale Proteinkinasedomäne als Flag-Fusionsprotein exprimiert (Abb.
4.26, A).
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Abb. 4.26: Wech interagiert mit der Proteinkinase-Domäne von ILK. A: Schema der
Wech- und ILK-Fusionsproteine. B: Expression der kotransfizierten Wech-Myc Fusionsproteine mit ent-
weder dem ILK-Ankyrin-Flag, dem ILK-Pkinase-Flag und dem ILK-Flag Fusionsprotein. C: Koimmun-
präzipitation des Wech-Myc Fusionsproteins mit dem jeweiligen ILK-Flag Fusionsprotein. Wech inter-
agiert mit ILK, speziell mit der Pkinase-Domäne von ILK, nicht aber mit der ILK-Ankyrindomäne. D:
Kontrolle der IP mit anti-Maus-Immunglobulinen. IP = Immunpräzipitation; Pkinase = Proteinkinase-
domäne; IgG = Immunglobulin.
Vor Durchführung der Koimmunpräzipitation wurde die Expression der verschiedenen
Fusionsproteine in den Lysaten der HeLa-Zellen kontrolliert. Abbildung 4.26 B zeigt, dass
alle transfizierten Fusionsproteine in HeLa-Zellen exprimiert werden. Aufgrund dieses Er-
gebnisses konnte dann mit der Koimmunpräzipitation der verschiedenen Proteinkomple-
xe begonnen werden. Für die Immunpräzipitation wurde ein anti-Myc-Antikörper (9E10,
Santa Cruz), sowie als Kontrolle normale Maus-Immunglobuline eingesetzt. In dem fol-
genden Western-Blot wurde der anti-Flag-Antikörper (M2, Sigma) zur Detektion der
an das Wech-Myc-Fusionsprotein gebundenen ILK-Proteinkomplexe eingesetzt. Hierbei
stellte sich heraus, dass Wech in der Lage ist mit ILK zu interagieren, und diese Inter-
aktion speziell mit der Proteinkinasedomäne von ILK erfolgt (Abb. 4.26, C). Neben der
Immunpräzipitation wurde die erfolgreiche Anreicherung der Wech-Myc-Fusionsproteine
als interne Kontrolle mittels des Myc-Antikörpers im Western-Blot nachgewiesen (Abb.
4.26 C, oberer Western-Blot). In ebenfalls durchgeführten Negativkontrollen mit den nor-
malen Maus-Immunglobulinen konnte keines der Signale von der Immunpräzipitation für
die Flag-Fusionsproteine erhalten werden (Abb. 4.26, D). So ist eine direkte Interaktion
zwischen Wech und ILK für die Rekrutierung des ILK/Tensin-Proteinkomplexes durch
Wech in die epidermale Muskelanhaftungsstelle verantwortlich.
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Zur Charakterisierung welche Domäne vonWech für die Interaktion mit der Proteinkinase-
Domäne von ILK verantwortlich ist, wurden zwei Wech-Myc-Fusionsproteine hergestellt,
die zum einen eine Deletion der N-terminalen BCC-Domäne, sowie der C-terminalen
NHL-Domäne aufweisen (Abb. 4.27, A). Diese Wech-Deletionskonstrukte, sowie das
Wech-Myc-Fusionskonstrukt, wurden, zusammen mit dem ILK-Pkinase-Flag-Fusions-
konstrukt, in HeLa-Zellen kotransfiziert. Die Effizienz der Transfektion bzw. der Nach-
weis der verschiedenen Fusionsproteine ist in Abbildung 4.27 B gezeigt. Alle hergestellten
Extrakte enthalten eine Kombination aus ILK-Pkinase-Flag Fusionsprotein und dem ent-
sprechenden Wech-Myc Fusionsprotein. Die Immunpräzipitation dieser Proteinextrak-
te mit dem anti-Myc Antikörper und anschließendem Western-Blot mit dem anti-Flag
Antikörper zeigt, dass die BCC-Domäne von Wech für die Interaktion mit der ILK-
Proteinkinasedomäne verantwortlich ist (Abb. 4.27, C). In den Kontrollen der Immun-
präzipitation mit den normalen Maus-Immunglobulinen konnte keines der Signale von
der Immunpräzipitation für das Flag-Fusionsprotein erhalten werden (Abb. 4.27, D).
Abb. 4.27: Die BCC-Domäne von Wech ist für die Interaktion mit ILK verantwort-
lich. A: Schema der Wech- und ILK-Fusionsproteine. B: Expression der kotransfizierten Wech-Myc
Fusionsproteine mit dem ILK-Pkinase-Flag Fusionsprotein. C: Koimmunpräzipitation der Wech-Myc
Fusionsproteine mit dem ILK-Pkinase-Flag Fusionsprotein. Die Interaktion von ILK mit Wech erfolgt
über die BCC-Domäne. Bei Deletion dieser Domäne kann keine Interaktion nachgewiesen werden. D:
Kontrolle der IP mit anti-Maus-Immunglobulinen. IP = Immunpräzipitation; Pkinase = Proteinkinase-
domäne; IgG = Immunglobulin.
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Zusammenfassend lässt sich somit festhalten, dass Wech mit ILK interagiert, und diese
Interaktion über die N-terminale BCC-Domäne von Wech mit der C-terminalen Prote-
inkinasedomäne von ILK erfolgt.
Talin interagiert über seine Kopf-Domäne mit Wech
Aufgrund der in talin-Mutanten mittels Immunfluoreszenzfärbung festgestellten Fehl-
lokalisation von Wech, wurde in weiteren biochemischen Experimenten untersucht, ob
Wech mit Talin interagiert. Hierzu wurde ein GST-Wech Fusionsprotein, sowie der lee-
re pGEX-Vektor als Kontrolle, in E.coli BL21-Zellen transformiert und durch Zugabe
von IPTG die Expression des Fusionsproteins induziert. Als Kontrolle diente jeweils ein
Ansatz bei dem das Fusionsprotein nicht durch Zugabe von IPTG induziert wurde. Die
nach Ernte der Bakterienkulturen aufgereinigten Proteinkomplexe wurden im Anschluss
bei einer Immunpräzipitation mit wildtypischen Embryolysat eingesetzt. Eine mögliche
Interaktion zwischen Talin und Wech wurde mit Hilfe des anti-Talin Antikörpers analy-
siert (Abb. 4.28).
Nur in dem Ansatz mit dem GST-Wech Fusionsprotein kann ein Signal mit dem anti-
Talin Antikörper erhalten werden. Dies deutet darauf hin, dass Wech ein Interaktions-
partner von Talin ist.
Abb. 4.28: Interaktion des GST-Wech Fusionsproteins mit Talin. Proteinextrakte aus
Bakterien mit induziertem und nicht induziertem GST-Wech Fusionsprotein wurden mit einem Protein-
extrakt aus wildtypischen Embryonen inkubiert und der anschließende Immunoblot mit dem anti-Talin
Antikörper detektiert. Das Ergebnis zeigt, dass nur im Fall des induzierten GST-Wech Fusionsproteins
ein Signal mit dem anti-Talin Antikörper nachgewiesen werden kann. Das errechnete Molekulargewicht
von Talin beträgt 264 kDa. pGex: GST-Protein; pGex-Wech: GST-Wech Fusionsprotein; n.I.: nicht
induziert; 0,5mM: mit der entprechenden Menge an IPTG induziertes Fusionsprotein.
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Talin besitzt zwei Domänen, eine N-terminale Kopf- und eine C-terminale Schwanz-
Domäne. Zur genaueren Analyse, welche der beiden Domänen von Talin für die Interak-
tion mit Wech verantwortlich ist, wurde die Kopf-Domäne von Talin zusammen mit dem
Wech-Myc Fusionskonstrukt und den Wech-Deletionskonstrukten in HeLa-Zellen koex-
primiert. Eine Interaktion der verschiedenen Fusionsproteine wurde anschließend durch
Koimmunpräzipitation untersucht.
Bei diesem Experiment bestätigte sich die Interaktion zwischen Wech und Talin aus der
Koimmunpräzipitation mit dem GST-Wech Fusionsprotein und dem wildtypischen Em-
bryolysat (vgl. Abb. 4.28). Es zeigte sich, dass die Interaktion zwischen Wech und Talin
über die Kopf-Domäne von Talin erfolgt (Abb. 4.29, A). Dagegen können beide Wech-
Domänen, sowohl die N-terminale BCC-Domäne, als auch die C-terminale NHL-Domäne
diese Interaktionen vermitteln. Dabei ist zu beachten, dass die Interaktion zwischen der
BCC-Domäne und Talin weitaus stärker ist als zwischen der NHL-Domäne und Talin
(Abb. 4.29, A; schwächere Interaktion mit der NHL-Domäne durch roten Stern mar-
kiert). Die unterschiedliche Affinität der beiden Domänen zu Talin wurde mit Hilfe der
Quantity One Software (Biorad) bestimmt, indem die in jedem Ansatz vorhandenen
IgG-Banden als Normalisierungswert genommen und in Relation zu dem spezifischen
Signal gesetzt wurden. Es zeigte sich, dass Talin eine 7fach höhere Affinität zu der BCC-
Domäne im Vergleich zu der NHL-Domäne besitzt.
Abb. 4.29: Talin interagiert über die Kopf-Domäne mit Wech. A: Immunpräzipitation
der verschiedenen Wech-Myc Fusionsproteine mit dem Talin-Head-Flag Fusionsprotein. Die Immunprä-
zipitation erfolgte mit dem anti-Myc Antikörper, der Western-Blot wurde mit dem anti-Flag Antikörper
detektiert. Die Interaktion zwischen Talin und Wech wird über die Kopf-Domäne von Talin vermittelt.
Wech interagiert über die BCC- und NHL-Domäne mit Talin, wobei die NHL-Domäne eine weitaus
schwächere Interaktion zeigt (roter Stern). B: Kontrollen der Immunpräzipitation. Die Immunpräzipita-
tion wurde mit den anti-Maus Immunglobulinen durchgeführt, und für den Western-Blot der anti-Flag
Antikörper verwendet. Es kann keine spezifische Bande für ein Fusionsprotein nachgewiesen werden.
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Abschließend lässt sich festhalten, dass Wech und Talin miteinander interagieren, und
dass diese Interaktion über die Kopf-Domäne von Talin erfolgt. Auf Seiten von Wech
wird die Interaktion primär von der BCC-Domäne vermittelt, kann aber auch, sollte
keine BCC-Domäne vorhanden sein, über die NHL-Domäne erfolgen.
4.7.4 Modell der integrin-vermittelten Zelladhäsion in der
Muskelanhaftungsstelle
Für die integrin-vermittelte Zelladhäsion in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle
spielt, neben den mit der extrazellulären Matrix verbundenen Integrinrezeptoren, die
immer aus einem α- und β-Integrin-Heterodimer bestehen, der zytoplasmatische integrin-
assoziierte Proteinkomplex eine entscheidende Rolle. In diesem Proteinkomplex befinden
sich die Proteine Talin, ILK, Tensin, PINCH und Wech, das eine Schlüsselrolle spielt.
Abbildung 4.30 gibt schematisch das Modell der integrin-vermittelten Zelladhäsion in
der epidermalen Muskelanhaftungsstelle wieder.
Abb. 4.30: Schema der Wech-Interaktionen in der integrin-vermittelten Zelladhä-
sion. Wech verbindet die beiden Proteinkomplexe über seine direkten Interaktionen mit Talin und ILK
zu einem funktionalen Komplex.
Das zu dem integrin-assoziierten Proteinkomplex gehörende Talin interagiert mit dem
zytoplasmatischen Teil der βPS-Untereinheit des Integrin-Heterodimers. Diese Interakti-
on führt zur Aktivierung und in Folge dessen zur Anreicherung der Integrine, und schafft
dadurch die Voraussetzung für das sogenannte „inside-out signalling“ und, verbunden
mit der Akkumulation von Integrinrezeptoren auch die Voraussetzung für das „outside-
in signalling“. Neben Talin spielen die Proteine ILK und Tensin eine entscheidende Rolle
bei der Verbindung der Integrinrezeptoren mit dem Aktinzytoskelett. ILK bindet direkt
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an das Aktinzytoskelett und festigt diese Bindung durch Rekrutierung von Tensin, das
ebenfalls eine Verbindung mit dem Aktinzytoskelett eingeht. Wie dieser Komplex aus
ILK, Tensin und Aktinzytoskelett mit Talin und den Integrinrezeptoren in Verbindung
steht war bisher unklar. Es stellte sich heraus, dass Wech hierbei eine entscheidende Rolle
spielt. Wech interagiert sowohl mit ILK/Tensin, die eine Verbindung zum Aktinzytoske-
lett haben, als auch mit Talin, das mit den Integrinrezeptoren verbunden ist. Somit wirkt
Wech als Verbindungsprotein zwischen den beiden Komplexen und rekrutiert über seine
Verbindung mit ILK das Aktinzytoskelett zu den Integrinrezeptoren und Talin, wodurch
die integrin-vermittelte Zelladhäsion möglich gemacht wird. Die Funktion von PINCH
in diesem Zusammenhang ist noch unklar, da bisher keine direkte Interaktion zwischen
PINCH und ILK bzw. PINCH und Wech nachgewiesen werden konnte.
4.8 Die BCC- und NHL-Domäne sind in vivo für die
Funktion von Wech essentiell
Da durch Koimmunpräzipitationsexperimente nachgewiesen wurde, dass Wech bei der
integrin-vermittelten Zelladhäsion aufgrund seiner Interaktionen mit Talin und LK, die
durch die N-terminale BCC und C-terminale NHL-Domäne vermittelt werden, eine wich-
tige Rolle spielt, wurde die Funktion dieser Domänen in vivo näher analysiert. Hierzu
wurden die beiden Deletionskonstrukte, Wech∆BCC-Myc und Wech∆NHL-Myc, mit
Hilfe des stripe-Gal4-Treibers überexprimiert. Dabei zeigte sich, dass die Überexpressi-
on dieser Fusionsproteine zu einem dominant-negativen Effekt führt. Die Muskeln zeigen
auch hier, wie bei der wech-Mutante, einen Adhäsionsdefekt, lösen sich von der epider-
malen Muskelanhaftungsstelle und runden sich ab (Abb. 4.31, Pfeile in B und E).
Abb. 4.31: Überexpression der Deletionskonstrukte der BCC- und NHL-Domäne
führen zu einem dominant-negativen Effekt. A-C: Das Wech∆BCC-Myc Fusionsprotein wur-
de mit dem stripe-Gal4-Treiber in der Tendonzelle überexprimiert und zeigt die für Stripe typische
Expression in den Muskelanhaftungsstellen (A). Die Muskeln sind, wie in den wech-Mutanten, teilweise
abgelöst (Pfeil in B). D-F: Überexpression des Wech∆NHL-Myc Fusionsproteins mit dem stripe-Gal4-
Treiber. D zeigt die Überexpression mit Myc. In E ist der Muskelphänotyp dargestellt.
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Um den in Abbildung 4.31 gezeigten Phänotyp eingehender zu analysieren, wurde die
Expression der Deletionskonstrukte anhand von Kofärbungen mit βPS-Integrin und Ta-
lin näher untersucht (Abb. 4.32).
In diesem Experiment zeigte sich, dass die beiden Deletionsvarianten im Zytoplasma
akkumulieren und nicht mehr basal in der Tendonzelle exprimiert werden (Abb. 4.32,
C, E, G und I). Sie zeigen somit keine oder nur eine schwache Kolokalisation mit βPS-
Integrin (Abb. 4.32, D und H) sowie Talin (Abb. 4.32, F und J). Im Vergleich dazu
zeigt die Überexpression von Wech weiterhin eine basale Lokalisation in der Tendonzelle
(Abb. 4.32, A), sowie eine fast vollständige Kolokalisation mit βPS-Integrin (Abb. 4.32,
B). Dieses Ergebnis deutet darauf hin, dass sowohl die BCC als auch die NHL-Domäne
von Wech in vivo für die Interaktion mit den Komponenten der integrin-vermittelten
Zelladhäsion benötigt werden.
Abb. 4.32: Fehllokalisation der Wech-Deletionsproteine in der Tendonzelle. A-B: Die
Überexpression von Wech mit dem stripe-Gal4-Treiber führt zu keiner Veränderung in der Lokalisation
von Wech. C-F: Die Überexpression von Wech∆BCC-Myc mit dem stripe-Gal4-Treiber zeigt, dass das
Fusionsprotein im Zytoplasma akkumuliert (C und E) und nicht mehr mit den basal lokalisierten Kom-
ponenten des Integrin-Komplexes, βPS und Talin, kolokalisert (D und F). G-J: Die Überexpression von
Wech∆NHL-Myc mit dem stripe-Gal4-Treiber zeigt ebenfalls eine Akkumulation des Fusionsproteins im
Zytoplasma (G und I). Ebenso kolokalisiert das Deletionsprotein nicht mit βPS und Talin (H und J).
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In Embryonen von Drosophila melanogaster bilden sich zwischen der Tendonzelle und
den Muskeln Verbindungen aus, in deren Spalt sich Material der extrazellulären Ma-
trix befindet. Diese Struktur bezeichnet man als epidermale Muskelanhaftungsstelle. Sie
bildet die Basis für die mechanischen Kräfte, die benötigt werden, um den Muskelkon-
traktionen in der Larve Stand zu halten. Es konnte gezeigt werden, dass Wech eine neue
und essentielle Komponente dieser Muskelanhaftungsstelle darstellt. Wech verbindet die
Integrinrezeptoren mit dem Aktinzytoskelett in der epidermalen Muskelanhaftungsstel-
le, indem es direkt mit der Kopfdomäne von Talin und der Proteinkinase-Domäne von
ILK interagiert, und so die beiden Hauptkomponenten des integrin-assoziierten Protein-
komplexes miteinander verbindet. Darüber hinaus konnte gezeigt werden, dass für diese
Interaktionen die BCC- und NHL-Domäne von Wech essentiell sind.
4.9 Identifikation von potentiellen
Wech-Interaktionspartnern mit Hilfe des
Ras-Recruitment-Systems
Zur Identifikation von weiteren potentiellen Interaktionspartnern des Wech-Proteins
wurde eine embryonaleDrosophila cDNA-Bank mit Hilfe des „Ras-Recruitment“-Systems
(Cyto-Trap Vector Kit; Stratagene) durchsucht.
Das Cytotrap-System beruht auf folgendem Prinzip:
Abb. 4.33: Schematische Darstellung des „Ras-Recruitment“-Systems. Das Zielprotein
(cDNA) ist über ein Myrestilierungssignal in der Zellmembran verankert. Das Köderprotein bindet bei
einer Interaktion an das Zielprotein, wodurch das konstitutiv aktive mRas an die Zellmembran trans-
portiert wird und die Ras-Signalkaskade aktiviert. Dadurch sind die mutanten cdc25-Hefen befähigt bei
37 ◦C zu wachsen.
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Das „Ras-Recruitment“-System verwendet den temperatursensitiven cdc25-Hefestamm.
Dieser besitzt eine Punktmutation im cdc25-Gen, welches für einen Guanyl-Nukleotid-
Austauschfaktor kodiert. Dieser bindet an Ras, aktiviert es, und leitet so die Ras-
Signalkaskade ein. Durch das Einfügen der Punktmutation ist der Guanyl-Nukleotid-
Austauschfaktor inaktiv und verhindert das Wachstum der Hefen bei 37 ◦C (restrik-
tive Temperatur), nicht aber bei 25 ◦C (permissive Temperatur). Die Mutation in dem
cdc25-Gen kann in dem konventionellen System (verwendet den pSOS-Vektor) durch das
hSos-Genprodukt komplementiert werden. Das hSos-Genprodukt agiert als Nukleotid-
austauschfaktor und aktiviert die Ras-Signalkaskade, indem es GDP an Ras gegen GTP
austauscht. Dieser Schritt ist in dem konventionellen System recht kritisch, da der Nu-
kleotidaustausch nicht immer zuverlässig durchgeführt wird. Daher wurde hier nicht der
pSOS-Vektor mit dem hSos-Genprodukt eingesetzt, sondern der pADNS-RRS-Vektor.
Dieser Vektor besitzt ein konstitutiv aktives Ras aus Säugern, welches das Ras aus der
Hefe zu ungefähr 90% komplementiert. Daher wird, sobald eine Interaktion zwischen dem
Ziel- und Köderprotein erfolgt, die Ras-Signalkaskade in der Hefe durch das konstitutiv
aktive Ras aus Säugern angeschaltet. Die Hefen können nun bei 37 ◦C wachsen.
4.9.1 Klonierung des Köderplasmids
Die NHL-Domäne des Wech-Proteins, die für die Aminosäuren 549 bis 832 kodiert,
wurde mit Hilfe der Oligonukleotide Wech-Ras-NHL-HindIII und Wech-Ras-NHL-SmaI
aus der wech cDNA amplifiziert. Über die Schnittstellen HindIII und SmaI wurde die
Sequenz in die Mehrfachklonierungsstelle des pADNR-RRS Vektors ligiert. Die ligierten
und präparierten Plasmide wurden anschließend sequenziert.
4.9.2 Test des Köderplasmids auf Autoaktivierung
Um eine mögliche Autoaktivierung des Köderproteins auszuschließen wurde eine Positiv-
kontrolle (pSOS DE-Cadherin + pMyr Armadillo), eine Negativkontrolle (pADNS +
pMyr), sowie das Köderplasmid (pADNS-WechNHL) mit dem leeren pMyr-Vektor in
Hefezellen transformiert. Die transformierten Hefezellen wurden für fünf Tage auf einer
SD-Glukoseplatte bei 25 ◦C inkubiert und anschließend jeweils drei Kolonien von jedem
Ansatz auf eine SD-Glukoseplatte und eine SD-Galaktoseplatte überimpft. Diese Plat-
ten wurden weitere fünf Tage bei der restriktiven Temperatur von 37 ◦C inkubiert. Nach
diesen fünf Tagen waren auf der SD-Glukoseplatte keine Kolonien gewachsen, wogegen
bei den Positivkontrollen auf der SD-Galaktoseplatte Kolonien zu sehen waren. Bei den
Negativkontrollen sowie dem Köderplasmid mit dem leeren Vektor waren dagegen keine
Kolonien zu erkennen (Abb. 4.34).
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Abb. 4.34: Autoaktivierungstest der Wech-NHL-Domäne. Sowohl auf Galaktosemedium,
als auch auf Glukosemedium kam es zu keinem Wachstum der Hefezellen, in die das Köderprotein
zusammen mit dem pMyr-Vektor transformiert wurde (I). (II) stellt die Negativkontrolle da, (III) die
Positivkontrolle.
Das Ergebnis zeigt, dass die NHL-Domäne von Wech weder an das auf Galaktose ex-
primierte Myrestilierungssignal selbst bindet, noch die Ras-Signalkaskade auf einem an-
deren Weg aktiviert. Die NHL-Domäne von Wech kann daher zur Suche nach neuen
Interaktionspartnern verwendet werden.
4.9.3 Durchmusterung der Drosophila cDNA-Bank auf potentielle
Interaktionspartner der WechNHL-Domäne
Von Köder- und Zielplasmid wurden jeweils 100µg in kompetente Hefezellen kotrans-
formiert und auf 30 SD-Glukoseplatten ausgestrichen und anschließend bei 25 ◦C (per-
missive Temperatur) inkubiert. Die durch die Kontrollplatte ermittelte Transformations-
effizienz (siehe Methoden) betrug 12358 KfE/µg. Nach vier Tagen Inkubation wurden
die gewachsenen Kolonien mit Hilfe eines Filterabdrucks auf SD-Galaktoseplatten und
SD-Glukoseplatten überimpft und bei der restriktiven Temperatur von 37 ◦C inkubiert.
Kolonien, die auf den SD-Galaktoseplatten, nicht aber auf den SD-Glukoseplatten wuch-
sen, ließen die Vermutung zu, dass das transformierte Zielplasmid für einen möglichen
Interaktionspartner des Wech-Proteins kodiert. Durch die Interaktion zwischen Köder-
und Zielplasmid konnte die Punktmutation in dem cdc25-Gen komplementiert und so
der Ras-Signalweg angeschaltet werden, wodurch den Hefen ein Wachstum bei 37 ◦C
möglich war. Jeder einzelnen Kolonie wurde nun eine Nummer zugeordnet (1 - 682), und
diese Kolonien abermals auf neue SD-Galaktose- bzw. SD-Glukoseplatten überimpft und
wiederum bei 37 ◦C inkubiert. Nach vier Tagen zeigten noch 74 der 682 überimpften Ko-
lonien Wachstum bei 37 ◦C.
Aus diesen 74 Kolonien wurde anschließend die pMyr-Plasmid-DNA aus den Hefezellen
isoliert.
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4.9.4 Isolierung der pMyr-Plasmid-DNA aus Hefezellen
Aus den 74 potentiell positiven Interaktionspartnern wurde die Plasmid-DNA gewon-
nen (siehe 3.11.1), in elektrokompetente Bakterien retransformiert und präparativ iso-
liert. Die transformierten Bakterien wuchsen nur dann auf Chloramphenikolplatten,
wenn sie die pMyr-Vektor DNA enthielten. Die pADNS-Vektor DNA hingegen trug eine
Ampizillinresistenz und ging den Bakterienklonen verloren. Aus den so selektierten Bak-
terienklonen wurde die Plasmid-DNA isoliert und ein analytischer Restriktionsverdau
durchgeführt.
Abb. 4.35: Restriktionsverdau von potentiell positiven Interaktionspartnern. Der
pMyr-Vektor wurde mit den Restriktionsenzymen EcoRI und XhoI geschnitten. Die 6,1 kB Bande
entspricht der Größe des pMyr-Vektors.
In allen 74 präparierten Klonen befand sich Ziel-DNA. Abbildung 4.35 zeigt den Re-
striktionsverdau von 16 potentiell positiven Interaktionspartnern.
4.9.5 Bestätigung der Interaktion von potentiell positiven
Interaktionspartnern durch Retransformation in
cdc25-Hefezellen
Zur Bestätigung der Interaktion zwischen der Wech-NHL-Domäne und dem Zielpro-
tein sollte zum einen das Wachstum der potentiell positiven Klone bei 37 ◦C auf SD-
Galaktoseplatten bestätigt werden, zum anderen sollte ausgeschlossen werden, dass die
potentiell positiven Klone auch ohne Bindung an das Köderprotein den Ras-Signalweg
aktivieren und somit bei 37 ◦C auf Galaktose wachsen können. Für diesen Test wur-
den die aus den Hefezellen isolierten Plasmide erneut in kompetente cdc25-Hefezellen
kotransformiert und bei 25 ◦C für 4 Tage auf SD-Glukoseplatten inkubiert. Gleichzeitig
wurden Autoaktivierungstests mit den Zielproteinen durchgeführt, indem die gefundenen
Zielplasmide mit dem leeren pADNS-RRS-Vektor in Hefezellen kotransformiert wurden.
Zusätzlich wurde wiederum eine Positivkontrolle und eine Negativkontrolle in die Hefen
transformiert. Anschließend wurden von jedem Ansatz jeweils drei Kolonien auf SD-
Galaktose- und auf SD-Glukoseplatten überimpft und bei 37 ◦C inkubiert.
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Abb. 4.36: Bestätigung der Interaktion zwischen Köder- und Zielplasmiden sowie
Autoaktivierungstest der Zielplasmide. Hefezellen, transformiert mit Zielplasmid und Köder-
plasmid, wachsen bei 37 ◦C auf Galaktosemedium (A), jedoch nicht auf Glukosemedium (B). Der Test
auf Autoaktivierung des Zielplasmids mit dem pADNS-RRS Vektor weist sowohl auf Galaktosemedi-
um (C) als auch auf Glukosemedium (D) kein Wachstum bei 37 ◦C auf. Die Negativkontrolle (pMyr
+ pADNS-RRS) zeigt weder Wachstum auf Galaktosemedium (E), noch auf Glukosemedium (F). Da-
gegen weist die Positivkontrolle (pSos-DE-Cadherin + pMyr-Armadillo) ein Wachstum bei 37 ◦C auf
Galaktosemedium (G) und kein Wachstum auf Glukosemedium (H) auf.
Alle 74 in diesem Retest eingesetzten Klone zeigten Wachstum bei 37 ◦C auf Galaktose-
medium und kein Wachstum bei 37 ◦C auf Glukosemedium. Somit konnte die Interaktion
zwischen Köder- und Zielplasmid in der Hefe bestätigt werden. Bei keinem der Klone
konnte eine Autoaktivierung in Gegenwart des leeren pADNS-RRS-Vektors nachgewie-
sen werden (Abb. 4.36).
4.9.6 Sequenzanalyse der potentiell positiven Interaktionspartner
Von den 74 positiven Klonen wurden 56 mit Hilfe des 5′-pMyr-Oligonukleotids an-
sequenziert.
Die vollständigen Sequenzen der potentiell positiven Klone wurden anschließend in Amino-
säuresequenzen übersetzt und mit Hilfe der Drosophila-Internet-Datenbank (http://
www.fruitfly.org) auf funktionelle Domänen und Sequenzhomologien untersucht.












84-1 CG5870 β-Spectrin Aktinbindung, Spectrin/
Pleckstrin-Domänen
90-1 CG6117 cAMP abhängige C-terminale Tyrosin-Protein-
Proteinkinase kinase, Serin/Threonin
(Pka-C3) Proteinkinase
92-1 CG5355 Lipase, Thioesterase Peptida-
se S9
140-1 CG4696 Muskelprotein 20 Zelladhäsion, Muskel-
(Mp20) kontration,
Calponin-Wiederholungen
150-1 CG10939 SRY PDZ-, DHR-, und GLGF-
interagierendes Domänen
Protein 1 (Sip1)




385-1 CG16944 stress sensitive B ADP/ATP Transport
(sesB) mitochondriales Protein
424-1 CG3244 Typ C Lectin, Zuckerbindung
431-1 CG9429 Calreticulin (Crc) ER-Erkennungssequenz,
Kalziumionen-Bindung
441-1 CG1624 Wech BBox-Zinkfingermotiv, BBox
C-terminale Domäne, NHL-
Domäne
474-1 CG3126 C3G Guaninnukleotid-
Austauschfaktor
für Ras-ähnliche GTPasen
504-1 CG9075 eIF-4a ATP-abhängige Helikase,
DEAD/DEAH-Box Helikase




Interessante Interaktionspartner stellen die Klone 84, 90, 140 und 441 dar, da sie weitere
Hinweise auf die zuvor beschriebene biologische Funktion von Wech geben.
β-Spectrin (Klon 84), das als potentieller Interaktionspartner von Wech identifiziert wer-
den konnte, besitzt sogenannte Spectrin/Pleckstrin-Domänen und ist eine strukturelle
Komponente des Zytoskeletts (Thomas und Kiehart, 1994). β-Spectrin zeigt eine apiko-
laterale Lokalisation an der Plasmamembran und bindet unter anderem an Aktin und
Mikrotubuli (Sisson et al., 2000). Neben β-Spectrin konnte auch die cAMP-abhängige
Proteinkinase (Pka-C3, Klon 90) als möglicher Interaktionspartner von Wech identifi-
ziert werden. Diese Proteinkinase gehört zur Klasse der Serin/Threonin-Proteinkinasen
und ist zu Beginn der Embryogenese in den mesodermalen Anlagen exprimiert (Melendez
et al., 1995). Neben der Phosphorylierung von Aminosäuren ist Pka-C3 an der Weiter-
leitung von Nervenimpulsen bei der Muskelkontraktion beteiligt. Ein weiterer möglicher
Interaktionspartner von Wech ist das Muskelprotein 20 (Mp20, Klon 140). Mp20 weist
als strukturelle Besonderheiten Calponin-Wiederholungen auf und ist in der Lage an Ak-
tin zu binden und eine Funktion bei Zelladhäsionsprozessen zu übernehmen. Mp20 wird
in sämtlichen Muskelgeweben exprimiert, mit Ausnahme der asynchronen Flügelmusku-
latur (Ayme-Southgate et al., 1989). In den Muskeln ist Mp20 speziell bei Prozessen der
Muskelkontraktion essentiell, da RNAi-Screens gezeigt haben, dass eine Herunterregu-
lation von mp20 mRNA zu abgerundeten und abgelösten Zellen führt, vergleichbar mit
dem Phänotyp von Integrinmutanten (Kiger et al., 2003).
Interessant ist die Interaktion von Wech mit sich selbst, die über die NHL-Domäne ver-
mittelt wird (Klon 441), da dies ein erster Hinweis darauf ist, dass Wech, genauso wie
Talin, möglicherweise Homodimere bilden kann.
Neben den genannten potentiellen Interaktionspartnern interagiert Wech, wie eingangs
erwähnt, auch mit dem Drosophila Gap Junction Protein Innexin3. Diese Interaktion
konnte durch biochemische Experimente bestätigt werden (Löer, 2003). Aufgrund der
Tatsache das Innexin3 epidermal exprimiert ist, sollte im Folgenden speziell die Funktion
von Innexin3 und Wech in der Tendonzelle untersucht, und eine mögliche Abhängigkeit
der beiden Interaktionspartner im Hinblick auf morphologische Defekte gezeigt werden.
4.10 Die Funktion des Gap Junction bildenden Proteins
Innexin3 in der Tendonzelle
Innexine sind eine zu den Connexinen in Vertebraten analoge Genfamilie, die am Auf-
bau von Gap Junction Kanälen beteiligt sind (Phelan, 2005; Bauer et al., 2005). Durch
diese Kanäle können die Zellen in Geweben und Organen untereinander kommunizieren
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und dabei Ionen und Moleküle bis zu einer Größe von ca. 1 kDa austauschen. Obwohl
die Innexine keinerlei Sequenzhomologien zu Connexinen zeigen, besitzen die beiden
Proteinfamilien doch eine vergleichbare Proteinstruktur (Abb. 4.37).
Abb. 4.37: Schematische Darstellung eines Innexin Proteins. Das Protein besteht aus
vier Transmembrandomänen (TM1-TM4), zwei extrazellulären Schleifen (E1 und E2) mit jeweils zwei
Cysteinen (C), einer zytoplasmatischen Schleife (ZS), sowie einem zytoplasmatischen Amino- (NT) und
Carboxyterminus (CT). PM = Plasmamembran.
Innexine besitzen vier Transmembrandomänen, zwei extrazelluläre und eine zytoplas-
matische Schleife, sowie einen zytoplasmatischen N- und C-Terminus. Interessanterweise
findet man in den extrazellulären Schleifen der Innexine, wie auch bei den Connexinen,
in einem definierten Abstand voneinander konservierte Cysteinreste.
Die Interaktion von Wech mit Innexin3 wurde mittels GST-Pulldown-Experimenten be-
stätigt. Darüber hinaus konnte im Rahmen dieser Experimente gezeigt werden, dass die
NHL-Domäne von Wech die Interaktion mit dem zytoplasmatischen C-Terminus von
Innexin3 vermittelt (Löer, 2003).
4.10.1 Innexin3 und Wech sind in der epidermalen
Muskelanhaftungsstelle koexprimiert
Aufgrund der Tatsache, dass das Gap Junction Protein Innexin3 über seinen C-Terminus
mit der NHL-Domäne von Wech interagiert, wurde bei der Firma Davids (Regensburg)
ein Peptidantikörper gegen den C-terminalen Teil des Innexin3 generiert, um eine mög-
liche Koexpression dieser beiden Proteine näher zu untersuchen. Die Spezifität des er-
zeugten anti-Innexin3 Antikörpers wurde biochemisch durch Immunoblot-Analysen von
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aufgereinigten GST-Inx3-Fusionsproteinen und immunhistochemisch durch Färbungen
an wildtypischen Drosophila Embryonen nachgewiesen (siehe 7.7).
Der Innexin3-Antikörper wurde dann für weitere Analysen des Expressionsmusters von
Innexin3 in wildtypischen Drosophila Embryonen eingesetzt (Abb. 4.38). Das Expressi-
onsmuster des gegen den Innexin3 C-Terminus gerichteten Antikörpers stimmt mit dem
bereits auf seine Spezifität getesteten Antikörper gegen die zytoplasmatische Schleife
überein (Löer, 2003). Innexin3 wird in der Epidermis, im Vorder- und Hinterdarm, und
im Gehirn exprimiert (Abb. 4.38, A-F). Eine Besonderheit der epidermalen Expression
ist die Anreicherung von Innexin3 in den Segmentgrenzen (Abb. 4.38, F). Interessanter-
weise ist mit dem neuen C-terminalen Antikörper eine zusätzliche Innexin3-Expression
in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle nachweisbar (Abb. 4.38, G, H). Diese ist spe-
zifisch, da der Antikörper bei dem Spezifitätstest in der Defizienz keine Expression in
diesem Gewebe aufweist (Daten nicht gezeigt).
Abb. 4.38: Innexin3-Proteinexpression in wildtypischen Drosophila Embryonen. Als
Membranmarker wurde Phosphotyrosin (pTyr) verwendet. A: Innexin3 ist in der Epidermis (Ep), dem
Gehirn (G), sowie Vorder- (nicht in Fokusebene) und Hinterdarm (HD) exprimiert. B, C: Detail der
punkartigen Verteilung von Innexin3 im Hinterdarm. D-F: Auch die epidermale Expression ist punktar-
tig, und überwiegend an der Plasmamembran lokalisiert. Eine verstärkte Expression findet man an den
Segmentgrenzen (Pfeile in D und F). G, H: Der C-terminale Innexin3-Antikörper zeigt, im Vergleich zu
dem gegen die zytoplasmatische Schleife gerichteten Antikörper, eine zusätzliche segmentale Expression,
die der epidermalen Muskelanahftungsstelle entsprechen könnte (Pfeile in G und H).
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Um festzustellen ob die Proteinexpression von Innexin3 in der epidermalen Muskelan-
haftungsstelle eventuell mit der von dem Interaktionspartner Wech, sowie der Integrine
αPS2 und βPS übereinstimmt, wurden entsprechende Kofärbungen an wildtypischen
Embryonen durchgeführt.
Abbildung 4.39 zeigt, dass Innexin3 mit den oben genannten Komponenten in der epi-
dermalen Muskelanhaftungsstelle kolokalisiert. Für Wech ist eine vollständige Kolokali-
sation mit Innexin3 in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle nachzuweisen (Abb. 4.39,
A-E). Neben der Expression in der Tendonzelle findet man zusätzlich eine punktartige,
membranständige Expression von Innexin3 in der Epidermis und dem Hinterdarm (Abb.
4.39, Pfeile in D und G). Allerdings ist in diesen Geweben das Wech-Protein nicht vor-
handen. Genauso wie Wech zeigt Innexin3 auch eine Kolokalisation mit den Integrinen
βPS und αPS2 in der Muskelanhaftungsstelle (Abb. 4.39 H, I und K-M). Zu beachten ist
hier, dass keine vollständige Kolokalisation mit beiden Integrinen auftritt, und Innexin3
basal in der Tendonzelle lokalisiert ist. Des Weiteren zeigt Innexin3 keine Kolokalisa-
tion mit βPS-Integrin im Hinterdarm. βPS-Integrin ist apikal exprimiert, während die
Proteinexpression von Innexin3 mehr lateral und basal in diesem Gewebe zu finden ist
(Abb. 4.39, Pfeil in J).
Abb. 4.39: Innexin3-Expression in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle. A-C:
Übersicht eines wildtypischen Embryos. Innexin3-Expression findet sich in der Epidermis, dem Hin-
terdarm und der epidermalen Muskelanhaftungsstelle (Pfeil in A). Nur die Muskelanhaftungsstelle zeigt
Kolokalisation mit Wech (Pfeil in C). D, E: Detail der Kolokalisation von Wech und Innexin3 in dor-
salen Muskelanhaftungsstellen. Innexin3 zeigt zusätzlich eine punktartige Lokalisation in der Epidermis
(Pfeil in D). F, G: Innexin3-Expression im Hinterdarm zeigt keine Kolokalisation mit Wech (Pfeil in
G). H-J: Innexin3 kolokalisiert in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle teilweise mit βPS-Integrin,
jedoch nicht im Hinterdarm (Pfeil in J). K-M: Innexin3 und αPS2-Integrin weisen ebenfalls eine auf die
Muskelanhaftungsstelle beschränkte Kolokalisation auf. Pfeile in H und K weisen auf Proteinexpression
von Innexin3 in der Epidermis.
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Um festzustellen, ob Innexin3 eine zu Wech vergleichbare Funktion in der integrin-
vermittelten Zelladhäsion aufweist, wurde im Folgenden der integrin-assoziierte Protein-
komplex näher analysiert.
4.10.2 Koexpression von Innexin3 mit den Komponenten des
integrin-assoziierten Proteinkomplexes
Die Untersuchungen zur Funktion und Koexpression von Innexin3 mit den Proteinen
des integrin-assoziierten Proteinkomplexes wurden mit den Hauptkomponenten Talin,
Integrin-linked Kinase (ILK) und Tensin durchgeführt (Abb. 4.40). Hierbei zeigte sich,
dass Innexin3 in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle sowohl mit Talin (Abb. 4.40
A-C), als auch mit ILK (Abb. 4.40, D-F) und Tensin (Abb. 4.40, K, L) kolokalisiert. Des
Weiteren findet man in der Epidermis eine Expression von ILK, Tensin und Innexin3
(Abb. 4.40, G, H und M, N), wobei aber in diesem Gewebe keine Kolokalisation der
Proteine festzustellen war. Innexin3 ist an der Plasmamembran in einer punktartigen
Verteilung zu finden, während ILK mehr zytoplasmatisch lokalisiert ist (Abb. 4.40, Pfeil
in H). Ähnliches gilt für Tensin. Allerdings ist hier eine teilweise Kolokalisation mit
Innexin3 zu erkennen (Abb. 4.40, Pfeil in N). Diese lässt sich aber auf die Fokusebene
der Aufnahme zurückführen, da sie nicht parallel zur Epidermis wie bei ILK lag. Darüber
hinaus findet sich auch keine Kolokalisation der Proteine im Hinterdarm. Die Verteilung
von ILK entspricht der von βPS-Integrin (siehe oben).
Abb. 4.40: Koexpression von Innexin3 mit dem integrin-assoziierten Proteinkom-
plex. A-F und K, L: Innexin3 kolokalisiert mit Talin, ILK und Tensin in den epidermalen Muskelan-
haftungsstellen. G, H und M, N: In der Epidermis ist Innexin3 punktartig an der Plasmamembran
lokalisiert, während ILK und Tensin auf beiden Seiten der Membran zytoplasmatisch exprimiert sind
(Pfeile in H und N). H, J: Keine Kolokalisation von Innexin3 mit ILK im Hinterdarm (Pfeil in J).
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Zusammenfassend lässt sich somit festhalten, dass Innexin3 mit den Komponenten des
zytoplasmatischen Integrin-Komplexes in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle ko-
lokalisiert. Die Kolokalisation ist jedoch auf dieses Gewebe beschränkt.
4.10.3 Innexin3 Expression in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle
ist von Wech abhängig
Aufgrund der Tatsache, dass Innexin3, ähnlich wie Wech, mit den Komponenten des
integrin-assoziierten Proteinkomplexes kolokalisiert, wurde im Folgenden die Position
von Innexin3 in diesem Proteinkomplex analysiert. Hierzu wurde die Innexin3-Expression,
wie auch bei dem Innexin3-Interaktionspartner Wech, dessen Lokalisation in der epider-
malen Muskelanhaftungsstelle von Talin abhängig ist, in talin (rhea2)-Mutanten unter-
sucht. Dabei stellte sich heraus, dass Innexin3 in diesen Mutanten nach wie vor in den
epidermalen Muskelanhaftungsstellen lokalisiert ist (Abb. 4.41 A). Im Gegensatz dazu
findet man in wech-Mutanten keine Expression von Innexin3 in den epidermalen Muskel-
anhaftungsstellen (Abb. 4.41 B-F). Innexin3 ist aber weiterhin in der Epidermis und dem
Vorder- und Hinterdarm exprimiert (Abb. 4.41 C). Dies deutet darauf hin, dass Wech für
die Lokalisation und Expression von Innexin3 in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle
essentiell ist.
Abb. 4.41: Proteinexpression von Innexin3 in talin und wech Mutanten. A: In talin
(rhea2) Mutanten ist keine Veränderung der Innexin3 Expression in der epidermalen Muskelanhaftungs-
stelle zu beobachten. B, C: In wech Mutanten ist die Expression von Innexin3 in der Epidermis, den
Speicheldrüsen und im Vorder- und Hinterdarm unverändert (Pfeilspitzen in B und C). Dagegen findet
man keine Expression in den epidermalen Muskelanhaftungsstellen (Pfeile in B und C). D-F: Detailauf-
nahmen der epidermalen Muskelanhaftungsstellen in wech-Mutanten. Innexin3 zeigt keine Expression in
der Muskelanhaftungsstelle (Pfeil in D und F). Als Marker für die epidermale Muskelanhaftungsstelle
wurde βPS-Integrin verwendet.
4.10.4 Herunterregulierung von Innexin3 führt zu einem wech
mutanten Phänotyp
Um festzustellen ob Innexin3, das vergleichbar wie Wech in der Tendonzelle exprimiert
wird, und dessen Lokalisation in dieser Zelle von Wech abhängig ist, ebenfalls eine Funk-
tion bei der Zelladhäsion spielt, wurde die Expression in der Tendonzelle durch die Ver-
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wendung des stripe-Gal4 Treibers in Kombination mit einer innexin3-RNAi-Linie her-
unterrreguliert. Hierbei zeigte sich, dass die mutanten Embryonen einen zu dem Inter-
aktionspartner Wech identischen Phänotyp mit abgerundeten und von der Epidermis
abgelösten Muskeln aufweisen (Abb. 4.42, vergleiche 4.14). Neben der stripe-Gal4 Trei-
berlinie wurde auch die muskelspezifische mef2-Gal4 Treiberlinie in Kombination mit der
innexin3-RNAi-Linie verwendet. Bei diesem Experiment zeigte sich jedoch kein Phäno-
typ. Die Embryonen wiesen alle eine wildtypische Muskelanordnung auf.
Abb. 4.42: Herunterregulierung von Innexin3 in der Tendonzelle. A-C: Übersicht über
einen Embryo. Die Muskeln sind mit Myosin Heavy Chain (MHC) angefärbt, die Muskelanhaftungsstelle
ist durch βPS-Integrin gekennzeichnet. Man erkennt sich ablösende und runde Muskeln (Pfeil in C). D-
F: Detailaufnahme der Muskulatur. Die sich ablösenden (untere Pfeil in F) und abgerundeten Muskeln
(oberer Pfeil in F) sind deutlich zu erkennen.
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass Innexin3 einen seinem Interaktionspartner
Wech identischen Muskelphänotyp aufweist, und somit eventuell auch eine Rolle bei der
integrin-vermittelten Zelladhäsion in der Tendonzelle spielt.
Neben der starken Expression von Innexin3 in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle
zeigt Innexin3 auch eine erhöhte Expression an den Segmentgrenzen (vgl. Abb. 4.38 D-F).
Da die Tendonzelle, die für die Anhaftung der Muskeln an die Epidermis verantwortlich
ist, gleichzeitig auch die epidermale Zelle darstellt, die die Segmentgrenze markiert,
wurde eine mögliche Funktion von Innexin3 bei der Spezifizierung der Segmentgrenzen
näher analysiert.
4.11 Spezifizierung der embryonalen Segmentgrenzen von
Drosophila melanogaster
Die embryonalen Segmentgrenzen von Drosophila melanogaster bilden sich im Verlauf
der Embryogenese unter Beteiligung der Faktoren Hedgehog, Wingless und Engrailed.
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Die Bildung der Segmentgrenzen wird kurz nach Beginn der Keimstreifenrückbildung
eingeleitet. Die Grenzen sind durch periodische Einbuchtungen (Furchen) in der Epider-
mis zu erkennen, die die engrailed exprimierenden Zellen posterior von den rhomboid
exprimierenden Zellen im anterioren Teil trennen. Im ersten Schritt der Segmentgren-
zenbildung verringert sich der Zellkontakt auf der apikalen Seite der direkt an der Gren-
ze liegenden Zellen. Diese Zellen werden nun als sogenannte Gründerzellen bezeichnet
(Abb. 4.43, B). Die posteriore engrailed exprimierende Gründerzelle verengt im Ver-
lauf der Entwicklung apikal ihre Oberfläche und wandert in das Innere des Embryos,
wobei sie die benachbarten Zellen zur Seite drückt. In der weiteren Ausbildung der Ein-
buchtungen wird diese Zelle am Boden der Segmentgrenze positioniert und erhält eine
Flaschenform. Die den Gründerzellen benachbarten Zellen folgen ebenfalls dieser Ein-
wanderung und weisen partielle apikale Konstriktion auf (Abb. 4.43, C). Die Bildung
der segmentalen Einbuchtungen ist in Stadium 13 abgeschlossen. Dann beginnen sich
die in der Epidermis sichtbaren Einbuchtungen von ventral über lateral wieder zurück-
zubilden, bis sie in Stadium 15 fast nicht mehr zu erkennen sind. Interessanterweise
stellt die engrailed exprimierende Gründerzelle die Bildung von Engrailed ein, wenn die
Einbuchtung in Stadium 13 am tiefsten ist (Larsen et al., 2003).
Abb. 4.43: Schematische Darstellung der Segmentgrenzenbildung. Die anterior zur sich
entwickelnden Segmentgrenze liegende engrailed exprimierende Zelle (grün) (A) beginnt sich im Verlauf
der Keimstreifenrückbildung apikal zu verjüngen und in das Innere des Embryos zu wandern. Sie wird
als Gründerzelle bezeichnet (B). In der weiteren Entwicklung der segmentalen Einbuchtung wird die




Um die Expression von engrailed in der Segmentgrenze aufrecht zu erhalten, wird das
Zusammenspiel der Transkriptionsfaktoren hedgehog und wingless benötigt. Von Experi-
menten an Flügelimaginalscheiben von Drosophila ist bekannt, dass sowohl Engrailed als
auch Hedgehog an der Aufrechterhaltung der Kompartimentgrenzen beteiligt sind (Ro-
driguez und Basler, 1997; Blair und Ralston, 1997). Ein ähnlicher Mechanismus ist auch
für die Ausbildung und Aufrechterhaltung der Segmentgrenzen verantwortlich. Abbil-
dung 4.44 zeigt schematisch die daran beteiligten Faktoren und ihre Funktion.
Abb. 4.44: Schematische Darstellung der bei der Ausbildung der Segmentgrenze be-
teiligten Genexpressionen. (modifiziert nach Larsen et al., 2003).
Die Expression von Engrailed aktiviert hedgehog, dass wiederum für die Expression von
wingless verantwortlich ist. Im Gegenzug wird Wingless benötigt, um eine kontinuierliche
Expression von engrailed zu gewährleisten. Somit sind die Expressionen von engrailed
und hedgehog im Verlauf der Embryogenese voneinander abhängig (diNardo et al., 1988;
Ingham et al.; 1988). Experimente an hedgehog Mutanten haben gezeigt, dass die Si-
gnalkaskade von Hedgehog für die Bildung der Segmentgrenzen und Aufrechterhaltung
der segmentalen Organisation essentiell ist. Die Hedghehog-Signalkaskade selbst wird
durch den Transkriptionsfaktor cubitus interruptus (ci) vermittelt. Mutantenanalysen
bestätigen, dass eines der Zielgene von Ci für die Bildung der Segmentgrenzen verant-
wortlich ist (Larsen et al., 2003). Hedgehog sendet Signale an die Zellen, die sowohl
posterior als auch anterior von dem engrailed exprimierenden Kompartiment liegen. Die
Segmentgrenze bildet sich jedoch nur an der posterioren Zelle, da anterior Wingless aktiv
ist und die durch Hedghog vermittelte Segmentgrenzenbildung verhindert. Gleichzeitig
sorgt dieser regulatorische Mechanismus dafür, dass die Expression von rhomboid nur
posterior zur hedgehog-Expression erfolgt, denn die durch Hedgehog aktivierte rhomboid-
Expression wird durch Wingless reprimiert (Alexandre et al., 1997). Somit ist Wingless
dafür verantwortlich, dass anterior des engrailed exprimierenden Streifens durch Hedge-
hog keine Segmentgrenze gebildet wird. Des Weiteren muss sichergestellt werden, dass
in den engrailed exprimierenden Zellen die Hedgehog-Signalkaskade nicht aktiviert wird.
Dies geschieht durch die Reprimierung von ci durch Engrailed (Eaton und Kornberg,
1990).
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Nicht nur die Bildung, sondern auch die Aufrechterhaltung der Segmentgrenzen erfordert
eine kontinuierliche Expression von Engrailed und Hedgehog. Da eine starke Innexin3-
Expression ab Stadium 12/13 an den Segmentgrenzen beobachtet werden kann, sollte im
Folgenden die Funktion von Innexin3 im Hinblick auf die Ausbildung der Segmentgrenzen
näher untersucht werden.
4.11.1 Die Funktion von Innexin3 in Bildung und Aufrechterhaltung
der Segmentgrenzen
Innexin3 wird an der Segmentgrenze in Drosophila Embryonen exprimiert
Die Proteinexpression von Innexin3 in wildtypischen Drosophila Embryonen zeigt eine
punktartige Verteilung an der Plasmamembran, sowie eine Anreicherung in den Seg-
mentgrenzen (Abb. 4.45, A-C). Als Membranmarker wurde Spectrin verwendet. Um die
Lokalisation an der Segmentgrenze genauer zu charakterisieren, wurden Doppelfärbun-
gen mit Antikörpern gegen die Proteine Wingless und Engrailed durchgeführt, die, wie
oben erwähnt, in speziellen Regionen innerhalb eines Segments exprimiert werden (Abb.
4.45, D-I). Die Kofärbung mit Wingless, dass in der Mitte jedes Segments exprimiert
wird, zeigt, dass Innexin3 an den Segmentgrenzen angereichert ist, und etwa ein bis
zwei Zellreihen posterior von Wingless zu finden ist. Die Vermutung, dass es sich bei
dieser Zellreihe um die Engrailed exprimierenden Zellen handelt, konnte mit der nach-
folgenden Engrailed-Innexin3 Doppelfärbung bestätigt werden. Man erkennt deutlich,
dass Innexin3 angrenzend zu den Engrailed exprimierenden Zellen lokalisiert ist, und
teilweise mit der posterioren Engrailed exprimierenden Zelle kolokalisiert (Abb. 4.45,
Pfeil in I).
Aufgrund der Tatsache, dass die beiden Proteine Innexin2 und Innexin3 in der Lage sind
heteromere Gap Junction Kanäle zu bilden und in den meisten Geweben koexprimiert
werden (Lehmann et al., 2006), wurde anhand einer Doppelfärbung der beiden Proteine
analysiert, ob Innexin2 ebenfalls in den Segmentgrenzen eine erhöhte Expression auf-
weist. Abbildung 4.45 J zeigt, dass die Innexine 2 und 3 in der Epidermis kolokalisieren
und an den Segmentgrenzen eine verstärkte Expression auftritt.
Zusammenfassend lässt sich somit festhalten, dass Innexin3 mit der posterioren Engrailed
exprimierenden Zelle teilweise Kolokalisation aufweist, und zusammen mit Innexin2 in
den Segmentgrenzen vermehrt exprimiert wird.
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Abb. 4.45: Innexin3-Proteinexpression an der Segmentgrenze in Drosophila Em-
bryonen. A-C: Doppelfärbung mit dem Membranmarker Spectrin zeigt eine Anreicherung von In-
nexin3 in den Segmentgrenzen. D-I: Doppelfärbungen mit den an der Ausbildung der Segmentgrenzen
beteiligten Proteine Wingless (D-F) und Engrailed (G-I) zeigen, dass die Innexin3 Expression in den
Segmentgrenzen lokalisiert ist, und teilweise mit der posterioren Engrailed Expression überlappt (Pfeil
in I). J: Koexpression der Innexine 2 und 3 in der Segmentgrenze (Pfeil). K: Schema der Innexin-
Proteinexpression in einem Segment.
Um die Funktion der beiden Innexine bezüglich der Segmentgrenzenbildung näher zu cha-
rakterisieren, wurde die Innexin3-Proteinexpression in hedgehog-, wingless- und engrailed-
Mutanten untersucht.
Innexin3 Proteinexpression in hedgehog und wingless Mutanten
Hedgehog Mutanten sind nicht in der Lage Einbuchtungen für die späteren Segmentgren-
zen zu bilden. Untersucht man in diesen Mutanten die Innexin2 und 3 Proteinexpression
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ist festzustellen, dass beide Innexine keine vermehrte Expression in der Epidermis in der
Region aufweisen, aus denen später die Segmentgrenzen hervorgehen würden (Abb. 4.46,
A-C). Bei Überexpression von Hedgehog mit der wingless-Gal4 Treiberlinie ist dagegen
die wildtypische Expression von Innexin2 und 3 an den Segmentgrenzen vorhanden (Abb.
4.46, D-F). Des Weiteren kann man in diesen Embryonen keine Veränderung bezüglich
der Innexin-Proteinexpression, sowie der Bildung der Einbuchtungen für die Segment-
grenzen beobachten, da wingless in diesen Embryonen noch aktiv ist und die Bildung
von zusätzlichen Segmentgrenzen verhindert.
In wingless Mutanten zeigen die Innexine ebenfalls keine vermehrte Expression in den
Segmentgrenzen, sind aber weiterhin normal in der Epidermis exprimiert (Abb. 4.46,
G-I).
Abb. 4.46: Innexin2 und 3 Proteinexpression in hedgehog und wingless Mutanten.
A-C: Die Innexine 2 und 3 zeigen in hedgehog Mutanten die wildtypische punktartige Expression in
der Epidermis. Im Vergleich zum Wildtyp fehlt aber die vermehrte Expression in den Segmentgrenzen
(siehe Pfeile). D-F: Überexpression von Hedgehog mit der wingless-Gal4 Treiberlinie führt zu keiner
erkennbaren morphologischen Veränderung oder einer Veränderung der Innexinexpression (Pfeile weisen
auf Expression in den Segmentgrenzen).G-I:Die Verteilung der Innexine in winglessMutanten entspricht
der von hedgehog Mutanten.
Da das Wingless Signal in den wingless mutanten Embryonen nicht mehr vorhanden ist,
kann es nicht mehr seine reprimierende Funktion auf Hedgehog ausüben, so dass sich
anterior von den engrailed exprimierenden Zellen keine Segmentgrenze bildet. In chemi-
schen Färbungen an wingless Mutanten, bei denen das Hedgehog Signal anterior nicht
reprimiert wird, erkennt man im Vergleich zu wildtypischen Embryonen eine zusätzliche
Einbuchtung des Segments in dem Bereich der wingless Expression, in dem nun auch
Innexin-Expression auftritt (Abb. 4.47, Pfeil in B). Abbildung 4.47 C zeigt schematisch,
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dass Wingless in den wingless Mutanten keine reprimierende Wirkung mehr auf das
Hedgehog Signal ausüben kann, und so Hedgehog anterior zu den engrailed exprimieren-
den Zellen die Bildung einer Segmentgrenze und damit verbunden, die Expression von
Innexin3 induziert.
Abb. 4.47: In wingless Mutanten entstehen zusätzliche Einbuchtungen im Segment.
A: Ein Segment eines wildtypischen Embryos in Stadium 13. Die chemische Färbung zeigt die Expres-
sion von Engrailed (braun) und innexin3 (blau) B: In wingless Mutanten bildet sich eine zusätzliche
Einbuchtung im Segment (Pfeil). Die chemische Färbung zeigt die Expression von innexin3 (blau) und
Engrailed (braun). C: Schematische Darstellung der Genexpressionen in wingless Mutanten. (modifi-
ziert nach Larsen et al., 2003).
Innexin3 Proteinexpression in engrailed Mutanten
Neben hedgehog und wingless ist engrailed die dritte zentrale Komponente, die an der
Ausbildung der Einbuchtungen für die Segmentgrenzen verantwortlich ist. Aus diesem
Grund wurde die Expression von Innexin3 in einer engrailed Defizienz untersucht. Der
engrailed mutante Phänotyp wurde anhand eines für diese Mutanten charakteristischen
Hinterdarmdefektes identifiziert (Abb. 4.48 C, Pfeil). Die Mutanten weisen, genauso
wie die zuvor beschriebenen hedgehog und wingless Mutanten, keine Ausbildung von
Einbuchtungen zur Segmentgrenzenbildung (Abb. 4.48, Pfeile in D und F), und somit
auch keine vermehrte Innexin3-Expression in diesen Geweben auf.
Abb. 4.48: Innexin3-Lokalisation in engrailed Mutanten. A-C: Übersicht einer engrailed
Mutante, die mit dem Membranmarker Spectrin gefärbt wurde. Anhand dieser Färbung lässt sich der
für engrailed defiziente Embryonen typische Hinterdarmdefekt identifizieren (Pfeil in C). D-F: Detail
der ventralen Epidermis. Es ist keine Ausbildung von Segmentgrenzen oder Anreicherung der Innexin3-
Expression in dieser Region zu erkennen (Pfeile in D und F).
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Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass die Proteinexpression von Innexin3 in der
Segmentgrenze von den Faktoren Hedgehog und Engrailed abhängig ist, die wiederum für
die Spezifizierung der Segmentgrenze und die Aufrechterhaltung der Wingless Expression
benötigt werden. Aus diesem Grund kann in keiner der drei analysierten Mutanten eine
segmentale Expression von Innexin3 beobachtet werden.
Veränderungen in der innexin-Expression führen zu segmentalen
morphologischen Änderungen
Um eine mögliche Abhängigkeit zwischen der engrailed und innexin-Expression darzu-
stellen, wurde engrailed mit Hilfe der paired-Gal4 Treiberlinie in Drosophila Embryonen
überexprimiert. Zur Auswertung wurden Embryonen des Stadiums 13 verwendet, bei
denen die Einbuchtung zur Segmentgrenzenbildung am größten ist, und mit wildtypi-
schen Embryonen verglichen (Abb. 4.49). Untersucht wurde die innexin2 Expression
mit Hilfe des Markers Engrailed. In wildtypischen Embryonen hat jedes Segment eine
Größe von 13 Zellen, und die innexin-Expression ist auf die posteriore Engrailed expri-
mierende, sowie die drei posterior angrenzenden Zellen beschränkt. Im Vergleich löst die
Überexpression von engrailed mit Hilfe der paired-Gal4 Treiberlinie in jedem zweiten
embryonalen Segment eine anteriore Verbreiterung der Engrailed Expression, sowie eine
kleinere segmentale Einbuchtung aus. Darüber hinaus werden diese Segmente um 8 Zel-
len verbreitert, und die innexin-Expression nach posterior ausgedehnt.
Abb. 4.49: Veränderung der innexin-Expression durch Überexpression von
engrailed. A,B: Wildtypische Embryonen, die innexin2 (blau) und Engrailed Expression (braun)
zeigen. C, D: Überexpression von engrailed führt zu einer anterioren Expansion von Engrailed (Pfeil in
C im Vergleich zu Pfeil in A), und einer posterioren Verbreiterung der innexin2 Expression (vergleiche
Pfeilspitze in D mit B). Des Weiteren ist die Einbuchtung zur Segmentgrenzenbildung verkleinert. E:
Schematische Darstellung der Genexpressionen und morphologischen Eigenschaften. Braun: Engrailed-
Expression; blau: innexin2-Expression. (Aufnahmen von C. Lehmann zur Verfügung gestellt).
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Um festzustellen wie sich die Überexpression von Innexin3 auf die Spezifizierung und
Morphologie einer Segmentgrenze auswirkt, wurde im folgenden Experiment Innexin3
mit Hilfe der paired-Gal4 und wingless-Gal4 Treiberline in den entsprechenden Domänen
exprimiert. Diese zusätzliche Expression führt zur Ausbildung von ektopischen Einbuch-
tungen, die im Verlauf der Embryogenese für die Entwicklung weiterer Segmentgrenzen
verantwortlich sind (Abb. 4.50). Anhand des Membranmarkers Cadherin kann man deut-
lich die Flaschenform der ektopisch induzierten Gründerzelle der neuen Segmentgrenze
erkennen (Abb. 4.50, Pfeile in C und F).
Abb. 4.50: Segmentale Überexpression von Innexin3. A-C: Überexpression von Innexin3
mit paired-Gal4 führt in jedem zweiten Segment zur Ausbildung einer zusätzlichen segmentalen Ein-
buchtung (Pfeil in C). D-F: Überexpression von Innexin3 in der wingless-Domäne führt ebenfalls zur
Entstehung einer Segmentgrenze in diesem Bereich (Pfeil in F). G: Schematische Darstellung der mor-
phologischen Veränderungen innerhalb eines Segments. Die Pfeilspitze kennzeichnet die ektopische Ein-
buchtung. Braun: Engrailed-Expression; blau: Innexin-Expression.
Aufgrund der Tatsache, dass eine Überexpression der Innexine zur Ausbildung von ek-
topischen Einbuchtungen führt, stellte sich die Frage, wie sich die Morphologie des Seg-
ments bei einem Verlust der Innexin-Expression verändert. Hierzu wurden im Rahmen
dieser Doktorarbeit verschiedene innexin3-RNAi-Konstrukte generiert und durch Ex-
pression mittels des paired-Gal4-Treibers auf ihre Funktionalität untersucht (siehe Abb.
7.8). Die funktionalen innexin3-RNAi-Linien zeigen bei Expression mit den Treiberlini-
en paired-Gal4 und wingless-Gal4 morphologische Veränderungen bezüglich der Ausbil-
dung der Segmentgrenzen. Diese stellen sich als verringerte Einbuchtungen zur Ausbil-
dung der Segmentgrenzen beziehungsweise durch einen teilweise vollständigen Verlust
der Einbuchtungen dar (Abb. 4.51, Pfeile in C und F). In den Mutanten erkennt man
weiterhin eine leichte Innexin3-Proteinexpression, die darauf zurückzuführen ist, dass die
Expression durch die RNAi-Linie nicht vollständig unterdrückt wird. Allerdings ist die
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in wildtypischen Embryonen an der Plasmamembran punktartig vorhandene Expression
in diesen Embryonen nicht mehr zu erkennen.
Abb. 4.51: Herunterreuglierung der Innexin3-Expression in der Epidermis. A-F: Die
Herunterregulierung von Innexin3 mit den paired-Gal4 und wingless-Gal4 Treiberlinien führt zu einem
Verlust der membranständigen Innexin-Expression, sowie zu einem Wegfall der Einbuchtungen zur Aus-
bildung der Segmentgrenzen (Pfeile in C und F).
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass Innexine, und speziell das Innexin3, eine
entscheidende Funktion bei der Ausbildung und Spezifizierung der Segmentgrenzen in
Drosophila spielen. Die Expression von Innexin3, und auch Innexin2, ist in der posterio-
ren engrailed exprimierenden Zelle zu finden. Diese Zelle bildet die sogenannte Gründer-
zelle der Segmentgrenze, die im Verlauf der Embryogenese eine weitere Funktion erfüllt,
da sie die epidermale Tendonzelle darstellt, an der die Muskeln eine Verbindung mit
dem Exoskelett eingehen. Die Struktur zwischen Muskeln und Tendonzelle wird als epi-
dermale Muskelanhaftungsstelle bezeichnet und ist für die Übertragung der Muskelkon-
traktion auf das chitinöse Exoskelett von Drosophila essentiell. Die Adhäsion der beiden
Zellschichten wird durch Integrine und den mit ihnen verbundenen zytoplasmatischen
Multiproteinkomplexen vermittelt. Im Rahmen dieser Arbeit konnte gezeigt werden das
Wech und sein Interaktionspartner Innexin3 Teil eines solchen zytoplasmatischen Multi-
proteinkomplexes sind. Darüber hinaus konnte gezeigt werden, dass sie eine wichtige
Funktion bei der Ausbildung und Aufrechterhaltung der integrin-vermittelten Zellad-
häsion erfüllen, da eine Herabsetzung der Expression einer der beiden Komponenten






5.1 Die Klasse der RBCC-Proteine
Wech wird aufgrund der mittels Datenbanken (NCBI) und Software-Programmen (Ex-
pasy, SMART) vorhergesagten Domänenstruktur zur Klasse der RBCC-Proteine gezählt.
Gene, die für Mitglieder dieser Proteinfamilie kodieren, finden sich in allen Metazoa. In
Vertebraten konnten bis heute 65 Mitglieder der Proteinfamilie identifiziert werden, bei
Invertebraten wie D. melanogaster und C. elegans sind es weniger als 20 (Meroni und
Diez-Roux, 2005). Der Name RBCC bezieht sich auf das dreiteilige N-terminale Motiv,
das sich aus einer Ringfingerdomäne, ein oder zwei BBox-Domänen und einer coiled-
coil-Domäne zusammensetzt. In der Regel weisen sämtliche Mitglieder dieses dreiteilige
Motiv auf, das vom N-Terminus zum C-Terminus immer gleich angeordnet ist (Abbil-
dung 5.1). Es existieren wenige Ausnahmen, die keine Ringfingerdomäne oder eine zweite
BBox-Domäne besitzen, aber immer noch dieser Proteinfamilie zugeordnet werden, da sie
die übrigen Domänen aufweisen, die in Anordnung und Abstand zueinander konserviert
sind (Torok et al., 2001; Reymond et al. 2001). Die Mitglieder der RBCC-Proteinfamilie
zeichnen sich durch eine geringe primäre Sequenzhomologie aus; nur die Cysteine und
Histidine der Ringfinger- und BBox-Domäne, sowie die hydrophoben Aminosäuren der
coiled-coil Domäne sind stark konserviert und erhalten die Anordnung der einzelnen
Domänen zueinander (Meroni und Diez-Roux, 2005). Die RBCC Proteinfamilie ist an
der zeitlichen Steuerung der Entwicklung, der Tumorgenese, viralen Prozessen, der Zell-
teilung und der Entwicklung von Extremitäten beteiligt (Arama et al., 2000; Slack et al.,
2000; Horn et al., 2004; Betschinger et al., 2006; Sakuma et al., 2007). Zu den RBCC-
Proteinen werden unter anderem die Wech („Lin-41“) Proteine gezählt, die in C. elegans
(Slack et al., 2000), Mus musculus (Schulman et al., 2005), Gallus gallus (Lancman et
al., 2005) und Drosophila melanogaster identifiziert wurden (Rodriguez et al., 1996). Das
Drosophila Wech Protein wurde im Rahmen dieser Arbeit näher charakterisiert.
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Abb. 5.1: Schematische Darstellung der Domänen der Wech-RBCC-Proteine. Die
Wech-Proteine von Vertebraten und C. elegans (Lin-41) weisen die klassische Domänenstruktur aus
Ringfinger, BBox-1, BBox-2 und coiled-coil Domäne auf. Im Vergleich dazu fehlt dem Drosophila Wech-
Protein die N-terminale Ringfingerdomäne. Alle gezeigten Proteine weisen als gemeinsames Struktur-
merkmal C-terminale NHL-Wiederholungen auf.
5.1.1 Die Funktion der RBCC-Domänen
Die unterschiedlichen Domänen des dreiteiligen RBCC-Motivs erfüllen verschiedene Auf-
gaben. Die N-terminale Ringfingerdomäne ist durch eine charakteristische Anordnung
von Histidinen und Cysteinen gekennzeichnet. Darüber hinaus ist sie am Transfer von
Ubiquitin zu einem heterologen Substrat oder zu anderen Ringfingerproteinen beteiligt
und ein charakteristisches Merkmal für viele E3-Ubiquitinligasen (Meroni und Diez-
Roux, 2005). Die Beteiligung dieser Domäne an Ubiquitinierungsprozessen lässt vermu-
ten, dass RBCC-Proteine eine Rolle bei der Ubiquitinierung und somit bei Regulation
und eventuell auch Degradation potentieller Interaktionspartner spielen. Im Vergleich
zu vielen anderen RBCC-Proteinen besitzt das Drosophila Wech, das ebenfalls dieser
Familie zugeordnet wird, keine Ringfingerdomäne. Eine detaillierte Sequenzanalyse von
Wech konnte keinen Hinweis auf eine mögliche Homologie zu einer Ringfingerdomäne
aufdecken (O´Farrell et al., 2008). Daher ist davon auszugehen, dass Wech, im Vergleich
zu seinen Orthologen in Vertebraten und C. elegans, keine Funktion bei Ubiquitinie-
rungsprozessen erfüllt, und die Regulation möglicher homologer Interaktionspartner auf
andere Weise erfolgt.
Die BBox-Domänen lassen sich in die BBox-1 und BBox-2 Domäne unterteilen. Hierbei
ist zu beachten, dass die BBox-1 Domäne immer vor der BBox-2 Domäne liegt. Sollte nur
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eine der beiden BBox-Domänen vorhanden sein, so ist dies immer die BBox-2 Domäne,
die für die nachfolgende coiled-coil Domäne essentiell ist (Meroni und Diez-Roux, 2005).
Bei allen bis heute untersuchten Mitgliedern der RBCC-Proteinfamilie sind die BBox-
Domänen an Substratbindungen und Vermittlung von Protein-Protein-Interaktionen be-
teiligt (Meroni und Diez-Roux, 2005).
Das der BBox-2 Domäne nachfolgende coiled-coil Motiv ist für homomere Interaktio-
nen zwischen RBCC-Proteinen verantwortlich (Reymond et al., 2001). Allerdings ist
dieses Motiv wahrscheinlich nicht alleine für die homomeren Interaktionen zuständig,
da in einigen Studien gezeigt wurde, dass die BBox-Region in Kombination mit der
coiled-coil-Domäne eine effizientere und spezifischere Interaktion vermittelt (Reymond
et al., 2001; Cao et al., 1997). Allgemein wird angenommen, dass das RBCC-Motiv
für die Interaktion mit anderen Proteinen essentiell ist, und auf diese Weise zur Aus-
bildung von Multi-Proteinkomplexen beiträgt. Diese Multi-Proteinkomplexe kommen
sowohl im Zytoplasma als auch im Kern vor (Meroni und Diez-Roux, 2005). Im Rah-
men dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass das Drosophila RBCC-Protein Wech
bei der Bildung eines solchen Multi-Proteinkomplexes beteiligt ist (siehe 4.7.3). Wech,
dass speziell in den epidermalen Muskelanhaftungsstellen exprimiert wird, vermittelt die
Interaktion zwischen Talin und ILK, zwei Komponenten des integrin-assoziierten Pro-
teinkomplexes. Biochemisch war es möglich die Interaktionsdomäne von Wech mit den
beiden Proteinen zu bestimmen: Wech interagiert mittels der BCC-Domäne mit ILK,
und ebenso mit Talin, und erzeugt dabei einen zytoplasmatischen Multi-Proteinkomplex.
Aufgrund dieser Ergebnisse ist festzuhalten, dass das Drosophila RBCC-Protein Wech
durch die Ausbildung von Komplexen mittels der BCC-Domäne die für Mitglieder dieser
Proteinfamilie postulierte Funktion bei der Bildung von Multi-Proteinkomplexen erfüllt,
und die Ausbildung der Komplexe durch die BCC-Domäne vermittelt wird.
Die C-terminalen Domänen der RBCC-Proteine
Der C-Terminus ist innerhalb der RBCC-Proteinfamilie sehr variabel und kann neben
RFP-ähnlichen Domänen auch ARF-Domänen, MATH-Domänen und NHL-Domänen




Abb. 5.2: Schematische Darstellung der variablen C-terminalen Domänen der
RBCC-Proteine. Dargestellt sind die am häufigsten vorkommende RFP-ähnliche Domäne mit ih-
ren charakteristischen Aminosäureabfolgen, die ARF- und MATH-Domäne, sowie die für Wech-Proteine
charakteristischen NHL-Wiederholungen.
Das am Häufigsten vorkommende C-terminale Motiv ist die RFP-ähnliche B30.2 Domä-
ne, die man in etwa zwei Drittel der RBCC-Proteine antrifft. Nicht ganz so verbreitet ist
die für die Wech-Proteine charakteristische C-terminale NHL-Domäne. Die Bezeichnung
NHL bezieht ihren Namen von den Proteinen, bei denen erstmals diese spezifische Do-
mäne identifiziert wurde, NCL-1 (Frank und Roth, 1998), HT2A (Fridell et al., 1995),
und Lin-41 (Slack und Ruvkun, 1998). Die NHL-Domäne der Wech-Proteine besteht
aus 5 - 6 Kopien einer jeweils 44 Aminosäure langen Wiederholung und spiegelt somit
die bekannten WD40-Wiederholungen wieder (Springer, 1998), die in der Lage sind sich
zu einer β-Propellerstruktur zusammenzulagern und so Protein-Protein-Interaktionen
zu vermitteln (Slack und Ruvkun, 1998). Der Sequenzvergleich der verschiedenen Wech-
Proteine aus Vertebraten und Invertebraten zeigt, dass speziell die C-terminalen NHL-
Domänen hoch konserviert sind (vgl. Anhang Abb 7.5). Daher ist anzunehmen, dass die
NHL-Wiederholungen für die Funktion von Wech essentiell sind (Slack et al., 2000).
5.1.2 Ein Vergleich von Wech mit den Drosophila NHL-Domänen
Proteinen
Neben Wech weisen noch zwei weitere Drosophila-Proteine C-terminale NHL-Domänen
auf. Dies sind Brat und MeiP-26, die ebenfalls beide zur Klasse der RBCC-Proteinfamilie
gezählt werden. MeiP-26 weist das typische dreiteilige Motiv dieser Proteinfamilie auf,
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das aus einer Ringfingerdomäne, zwei BBoxen und einer coiled-coil Domäne besteht. Im
Vergleich dazu haben Brat und Wech keine N-terminale Ringfingerdomäne. Das Protein
MeiP-26 ist in die meiotische Zellzykluskontrolle involviert, und meiP-26 Mutanten wei-
sen Tumore in den Ovarien auf (Page et al., 2000). Außerdem konnte kürzlich gezeigt
werden, dass die Herunterregulierung von meiP-26 mittels RNAi zu einem zerstörten
peripheren und zentralen Nervensystem führt (Ivanov et al., 2004). Brat ist ebenfalls
in dem zentralen und peripheren Nervensystem exprimiert, zeigt aber zusätzlich eine
Expression in den Speicheldrüsen und dem Proventrikulus (Arama et al., 2000). Ge-
nauso wie meiP-26 bilden die brat Mutanten Tumore, die stark proliferieren und hoch
invasiv sind. Diese und weitere Analysen bestätigen, dass Brat eine direkte Rolle bei
der Tumorsuppression spielt (Arama et al., 2000; Loop et al., 2004; Betschinger et al.,
2006). Der mutante tumorgene Phänotyp von meiP-26 und brat kann in beiden Fäl-
len durch Punktmutationen in den C-terminalen NHL-Wiederholungen erzeugt werden
(Arama et al., 2000; Glasscock et al., 2005). Dies deutet zum einen darauf hin, dass die
NHL-Domäne für die Funktion dieser beiden Proteine essentiell ist, und zum anderen
zeigt es, dass beide Proteine ähnliche Funktionen haben und eventuell in den gleichen
Signalwegen aktiv sind, da sie beide eine Expression im Nervensystem aufweisen und
zytoplasmatisch lokalisiert sind.
Wech zeigt ebenfalls eine Expression im Nervensystem. Allerdings konnte diese bis jetzt
nur auf mRNA-Ebene nachgewiesen werden (siehe Abb. 4.3). Neben dieser Gemeinsam-
keit zeigt auch wech einen brat-ähnlichen Tumorphänotyp. So führt eine Überexpression
von wech im Vergleich zum Wildtyp zu kleineren Gehirnen, während RNAi-Experimente
mit wech vergrößerte Gehirne zeigen. Warum die in dieser Arbeit charakterisierte wech66
Mutante keine Tumorbildung wie bei meiP-26 und brat aufweist ist unklar. Eventu-
ell würden schwächere wech Allele, die keine embryonale Letalität besitzen, ebenfalls
Tumorbildung im larvalen Gehirn zeigen. Ob der mutante Phänotyp, wie für die anderen
beiden Proteine beschrieben, auf einen Defekt in der NHL-Domäne zurückzuführen ist,
und somit bestimmte Protein-Interaktionen unterbunden werden, bleibt zu zeigen. Das
die NHL-Domäne eine entscheidende Rolle bei der Ausübung der Wech-Funktion in vivo
spielt zeigt sich daran, dass die Überexpression eines Deletionskonstruktes, das keine
NHL-Domäne besitzt, einen zu wech66 Mutanten vergleichbaren Phänotyp mit abgerun-
deten und von der Epidermis abgelösten Muskeln verursacht (siehe Abb. 4.31). Dieser
Phänotyp tritt auch bei einer Deletion der BCC-Domäne von Wech auf, so dass in die-
sem Fall anscheinend beide Domänen für die Funktion von Wech essentiell sind.
Interessanterweise ist Wech in der Lage über seine NHL-Domäne Homomere zu bilden
(siehe 4.9.6). Aufgrund der hoch konservierten NHL-Domänen der Drosophila-Proteine
besteht daher die Möglichkeit einer Interaktion von Wech mit Brat und MeiP-26 über
diese Domäne. Erste biochemische Untersuchungen deuten darauf hin, dass Wech direkt
139
Kapitel 5 Diskussion
mit Brat interagieren kann (Abb. 5.3). Hierzu wurden HeLa-Zellen mit demWech-∆BCC
Deletionskonstrukt und dem volle-Länge-Protein Wech mit jeweils der NHL-Domäne von
Brat kotransfiziert. Es zeigt sich, dass Wech in der Lage ist, an die NHL-Domäne von
Brat zu binden, und dass diese Interaktion sowohl von der NHL-Domäne als auch von
der BCC-Domäne von Wech abhängig ist; denn bei Deletion der N-terminalen BCC-
Domäne kann weiterhin eine schwache Interaktion mit Brat nachgewiesen werden (Abb.
5.3).
Abb. 5.3: Wech interagiert mit der NHL-Domäne von Brat. Ko-Immunpräzipitationen
von Wech und dem Deletionskonstrukt Wech-∆BCC mit der NHL-Domäne von Brat zeigen, dass Wech
in vitro mit Brat über die NHL- und BCC-Domäne interagiert.
Ob diese Interaktion auch in vivo auftritt, und wenn ja, in welchem Gewebe, müssen
weitere Untersuchungen zeigen.
5.2 Vergleich der Expressionsmuster von wech während
der Entwicklung
Die Expressionmuster von wech sind bei den Vertebraten für Mus musculus und Gal-
lus gallus, sowie bei den Invertebraten für C. elegans und D. melanogaster beschrieben.
Sowohl bei Mus musculus als auch bei Gallus gallus ist wech in den sich entwickelnden
Vorder- und Hinterextremitäten exprimiert. Darüber hinaus kann eine Expression in den
sich entwickelnden Lungen, den Somiten, den Ganglien, dem sich entwickelnden Auge,
dem Gehirn, sowie schwach in den Muskeln nachgewiesen werden (Schulman et al., 2005;
Lancman et al., 2005; Kanamoto et al., 2006).
Ein ähnliches gewebespezifisches Expressionmuster weist wech („lin-41“) in C. elegans
auf. Auch hier ist es in dem sich entwickelnden Nervensystem, speziell in den Neuronen,
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der Körpermuskulatur, der Muskulatur des Pharynx, sowie den lateralen hypodermalen
„Seam“-Zellen exprimiert. Wech zeigt in allen Geweben eine zytoplasmatische Loka-
lisation. Dies trifft auch für das Drosophila Orthologe Wech zu, das zytoplasmatisch
lokalisiert ist, und dessen Expression ebenfalls in dem sich entwickelnden Nervensystem,
sowohl dem Zentralen als auch dem Peripheren, und den epidermalen Muskelanhaftungs-
stellen nachgewiesen wurde (siehe Abb. 4.3 und Abb. 4.6). Aufgrund dieses zum Teil
deutlich identischen Expressionsmuster auf RNA und Proteinebene zwischen den ver-
schiedenen Spezies ist anzunehmen, dass diese Proteinen in den jeweiligen Organismen
eine vergleichbare Funktion bei der Entwicklung wahrnehmen. Mutantenanalysen spezi-
ell bei C. elegans und weiteren NHL-Proteinen von Drosophila deuten darauf hin, dass
die Funktion der Wech-Proteine durch die hoch konservierten NHL-Domänen vermittelt
wird (Slack et al., 2000; Arama et al., 2000; Rio-Albrechtsen et al., 2006). Um die für
die NHL-Domäne postulierte essentielle Funktion für das Drosophila Wech Protein zu
bestätigen, ist es nötig neue Mutanten zu erzeugen, die nicht nur die NHL-Domäne de-
letiert haben, sondern auch an den hoch konservierten Stellen innerhalb dieser Domäne,
die für die Ausbildung der β-Propellerstruktur verantwortlich sind, Punktmutationen
einzufügen, so dass sich diese charakteristische Struktur nicht mehr bilden kann und die
durch sie vermittelten Protein-Protein-Interaktionen gestört sind.
5.3 wech Mutanten von Drosophila weisen Defekte bei der
Muskelanhaftung an die Epidermis auf
Die phänotypische Analyse der im Rahmen dieser Arbeit erzeugten Drosophila wech-
Mutante führte zur Identifizierung von Defekten in der somatischen Muskulatur zum
Ende der Embryogenese. Diese Defekte äußern sich in abgelösten und abgerundeten
Muskeln (vgl. 4.6.4), die ab Stadium 15 der Embryonalentwicklung beobachtet werden
können. Abgelöste und abgerundete Muskeln sind ein Charakteristikum für eine durch
Integrine fehlerhaft vermittelte Adhäsion zwischen der Epidermis und den anhaftenden
Muskeln (Brown et al., 2000). Neben den für Integrinmutanten so typischen Adhäsions-
defekten, treten abgelöste Muskeln aber auch bei Mutanten auf, die Defekte bei der
Verschmelzung der fusionskompetenten Myoblasten mit den Muskelgründerzellen auf-
weisen, wie zum Beispiel kette, blown fuse, wip und wasp (Schröter et al., 2004, 2006;
Massarwa et al., 2007; Schäfer et al., 2007). Die Fusion der Myoblasten mit den Muskel-
gründerzellen erfolgt in einem zweistufigen Prozess. In der ersten Phase dieses Prozesses
bilden sich die fusionskompetenten Myoblasten und Muskelgründerzellen durch asymme-
trische Zellteilung von mesodermalen Zellen (Baylies et al., 1998). Nachfolgend fusioniert
eine Muskelgründerzelle mit einer oder zwei fusionskompetenten Myoblasten und bildet
so den Muskelvorläuferkomplex, aus dem in der zweiten Phase des Fusionsprozesses
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die entsprechenden Muskeln hervorgehen (Abmayr et al., 2005). Die zweite Phase des
Fusionsprozesses ist durch eine für jeden Muskel spezifische Anzahl an Fusionszyklen
gekennzeichnet, durch die er seine endgültige Größe und somit auch Anzahl an Kernen
erhält.
Der in dieser Arbeit charakterisierte Muskelphänotyp von wech ist sehr variabel (Abb.
5.4) und gleicht zum Teil dem von Fusionsmutanten wie kette oder wasp (Schröter et al.,
2004; Schäfer et al., 2007). Diese Mutanten weisen neben nicht korrekt mit der Epidermis
verbundenen Muskeln auch mononukleäre und nicht vollständig fusionierte Muskeln, so-
wie fusionskompetente Myoblasten auf. Daher wurde untersucht, ob bei wech-Mutanten
ein Fusionsdefekt vorliegt (vgl. Abb. 4.14).
Abb. 5.4: Variabilität des wech66 mutanten Phänotyps. Der Phänotyp der wech66 Mutante
variiert zwischen einem deutlich zerstörten Muskelaufbau mit von der Epidermis abgelösten multinukle-
ären Muskeln (A), und einem relativ intakten Muskelaufbau mit nur vereinzelt abgelösten, wahrscheinlich
mononukleären Muskeln (B). Stern in A kennzeichnet multinukleäre Muskeln, Pfeil in B kennzeichnet
potentielle mononukleäre Muskel.
Hierzu wurden wech mutante Embryonen mit dem Even-skipped Antikörper gefärbt, der
speziell in den Kernen des DA1-Muskels in jedem abdominalen Segment exprimiert ist.
In wildtypischen Embryonen weisen die DA1-Muskel zwischen neun und elf Kerne auf,
die durch die Even-skipped Expression gekennzeichnet sind. In Mutanten, bei denen die
Fusion der Myoblasten gestört ist, besitzen die DA1-Muskel eine reduzierte Anzahl an
Even-skipped positiven Kernen. Diese spiegeln die Anzahl der erfolgten Fusionszyklen
wieder. So haben Mutanten mit nur drei bis vier DA1 Kernen die erste Runde der
Myoblastenfusion abgeschlossen, weisen aber Defekte in den weiteren Fusionsrunden auf
(Paululat et al., 1999). In den untersuchten wech Mutanten weisen sämtliche DA1-Muskel
zwischen neun und zehn Even-skipped positive Zellkerne auf (siehe Abb. 4.14). Dies lässt
darauf schließen, dass die primäre Funktion von Wech nicht bei der Fusion von Myobla-
sten besteht, sondern darin die Struktur der epidermalen Muskelanhaftungsstellen von
Drosophila melanogaster auszubilden und aufrecht zu erhalten.
Ein Vergleich der Anzahl der Kerne in abgerundeten und von der Epidermis abgelösten
Muskeln von myospheroid und wech Mutanten zeigt keine signifikanten Unterschiede
142
5.4 Wech Proteinexpression
(siehe Abb. 4.16). Für myospheroid ist eindeutig ein Adhäsionsdefekt nachgewiesen, und
in ersten Untersuchungen des Proteins konnte ihm keine Funktion bei Fusionsprozessen
zugeordent werden (Wright, 1960). Trotz dieser Ergebnisse kann aber ein Fusionsdefekt
in den wech Mutanten nicht ausgeschlossen werden, da der oben beschriebene Phänotyp
sehr variabel ist und nicht in jedem Embryo der untersuchte DA1-Muskel betroffen ist.
Sollte Wech eine Funktion bei der Myoblastenfusion erfüllen, so wird diese erst in den
letzten Zyklen der Fusion mit den Muskelgründerzellen benötigt, da der wech mutante
Phänotyp erst ab Stadium 15/16 auftritt. Zu diesem Zeitpunkt der Embryonalentwick-
lung von Drosophila melanogaster ist die Myoblastenfusion und damit die Bildung der
ausgereiften Muskeln fast abgeschlossen.
5.4 Wech Proteinexpression
Durch Färbungen an wildtypischen Embryonen wurde das Protein-Expressionsmuster
von Wech dargestellt. Es weicht deutlich von dem des wech mRNA-Expressionsmusters
ab. Zu Beginn der Embryogenese zeigen Protein und mRNA noch eine identische ubiqui-
täre Verteilung im Embryo, die wahrscheinlich auf die starke maternale Komponente von
Wech zurückzuführen ist. Im weiteren Verlauf der Embryonalentwicklung beschränkt sich
die Expression der wech mRNA ausschließlich auf das zentrale und periphere Nerven-
system (siehe Abbildung 4.3), wogegen die Proteinexpression mit Beginn der Gastrula-
tion in den invaginierenden Zellen speziell des anterioren und posterioren Mitteldarm-
primordiums auftritt und zum Ende der Embryogenese nur noch in den epidermalen
Muskelanhaftungsstellen zu finden ist (siehe Abbildung 4.6). Zu keinem Zeitpunkt kann
eine Wech Proteinexpression in den Zellen des sich entwickelnden Nervensystems be-
obachtet werden, wie man es aufgrund der mRNA-Verteilung erwartet hätte. In Über-
einstimmung mit der nicht nachweisbaren Proteinexpression im Nervensystem, weisen
zygotische wech Mutanten keine Defekte in der Struktur des Nervensystems auf, was mit
Hilfe von Glia- und neuronalen Markern bestätigt wurde.
Die Unterschiede zwischen mRNA und Proteinexpression könnten darauf zurückzuführen
sein, dass der Grad an wech mRNA in den sich entwickelnden epidermalen Muskelan-
haftungsstellen unterhalb der mittels in-situ Hybridisierung nachweisbaren Grenze liegt.
Gleiches könnte für die Proteinexpression im Nervensystem gelten. Um die Sensitivität
der Färbungen zum Nachweis von mRNA und Protein zu erhöhen, wurden die Färbungen
mittels TSA verstärkt. Doch auch dadurch konnte keine Übereinstimmung der mRNA
und Proteinexpression in den späteren Embryonalstadien bezüglich Nervensystem und
epidermaler Muskelanhaftungsstelle gefunden werden.
Ob bei den Vertebraten und C. elegans im Hinblick auf die Verteilung der wech mRNA
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und des Proteins eine ähnliche Diskrepanz vorliegt ist nicht bekannt, da bis heute nur die
mRNA Expressionen der wech Orthologen in diesen Organismen näher charakterisiert
wurde (Slack et al., 2000; Schulman et al., 2005; Lancman et al., 2005).
Die für Wech beobachteten Unterschiede bezüglich der mRNA und Proteinexpression
finden sich noch bei einem weiteren Gen von Drosophila melanogaster. Die Expression
des integrin-assoziierten Proteins Talin stimmt nicht mit dem mRNA-Expressionsmuster
überein (Brown et al., 2002). Es gibt eine ähnliche Diskrepanz zwischen der hohen
mRNA-Expression im Nervensystem und der Proteinexpression in den Muskelanhaf-
tungsstellen. Ähnlich wie wech-Mutanten weisen zygotische talin-Mutanten keine De-
fekte in dem sich entwickelnden Nervensystem auf. Darüber hinaus ist Talin, genauso
wie Wech, zu Beginn der Embryogenese ubiquitär, und später in den invaginierenden
Zellen des anterioren und posterioren Mitteldarmprimordiums exprimiert, bevor sich
die Expression auf die epidermalen Muskelanhaftungsstellen konzentriert (Brown et al.,
2002). Auch für Talin gibt es noch keine Erklärung im Hinblick auf die unterschiedliche
mRNA- und Protein-Verteilung. Jedoch ist seine Funktion bei der integrin-vermittelten
Zelladhäsion in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle seit langem bekannt und gut un-
tersucht. Die Ähnlichkeit zwischen Wech und Talin bezüglich der mRNA- und Protein-
expression lässt die Vermutung zu, dass sie sowohl im Nervensystem als auch in der
epidermalen Muskelanhaftungsstelle in gleiche Signalwege involviert, und eventuell auch
an identischen Entwicklungsprozessen während der Embryogenese beteiligt sind.
Mit Hilfe von Markerproteinen für die Muskeln (αPS2) und die epidermale Tendonzelle
(Short Stop), die an der Ausbildung epidermaler Muskelanhaftungsstellen bei Drosophila
beteiligt sind, sollte die subzelluläre Lokalisation von Wech in diesen Geweben charakte-
risiert werden. Hierbei zeigte sich, dass Wech nicht nur in der Tendonzelle, sondern auch
in den daran anhaftenden Muskeln exprimiert ist (siehe Abb. 4.8). In beiden Zelltypen
ist die Wech-Expression basal lokalisiert und stimmt mit der für βPS-Integrin in diesen
Geweben beschriebenen Lokalisation überein (Brown, 1994). Aufgrund der identischen
Expression von Wech und βPS-Integrin in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle ist
anzunehmen, dass Wech eine den Integrinen ähnliche Funktion bei der Ausbildung und
Aufrechterhaltung von Adhäsionsprozessen erfüllt, und somit einen den PS-Integrinen
vergleichbaren mutanten Phänotyp aufweist. Darüber hinaus ist davon auszugehen das
Wech eine Funktion in dem integrin-assoziierten Proteinkomplex wahrnimmt, da eine
ähnliche Diskrepanz bei der mRNA- und Protein-Verteilung im Vergleich zu Talin auf-
tritt, dass eine essentielle Funktion bei der Ausbildung des integrin-assoziierten Protein-
komplexes erfüllt.
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Die in dieser Arbeit generierte wech Mutante von Drosophila weist einen den Integrin-
mutanten vergleichbaren Phänotyp mit von der Epidermis abgelösten und abgerundeten
Muskeln auf (siehe 4.6.4). Aufgrund der Tatsache, dass Wech mit den PS-Integrinen in
der epidermalen Muskelanhaftungsstelle kolokalisiert (siehe 4.8) ist anzunehmen, dass
dieser Muskelphänotyp ebenfalls, wie bei den Integrinen, auf eine verminderte bzw. de-
fekte Zelladhäsion zurückzuführen ist. Um dies näher zu charakterisieren wurden die
wech und integrin Mutanten auf weitere phänotypische Gemeinsamkeiten untersucht.
Dabei war zu beachten, dass aufgrund ihrer unterschiedlichen Integrinuntereinheiten
speziell die für die αPS-Integrine beschriebenen mutanten Phänotypen leicht voneinan-
der abweichen. Eine Ausnahme stellt die βPS-Integrinmutante myospheroid dar, die alle
für Integrine beschriebenen Phänotypen aufweist, da das βPS-Integrin in sämtlichen Ge-
weben an der Ausbildung eines funktionalen Integrinrezeptors beteiligt ist (Brown, 1993;
Brown et al., 2000). Aufgrund dieser Tatsache wurden die wech mutanten Phänotypen
mit denen der myospheroid Mutante verglichen.
Die Phänotypen der zygotischen myospheroid Mutante sind, genauso wie die der wech
Mutante, erstmals im Embryonalstadium 16 zu beobachten und lassen sich in fünf cha-
rakteristische Merkmale unterteilen: einem Defekt in der Kondensation des ventralen
Nervenstrangs, einem Loch in der dorsalen Epidermis, einem Defekt in der Morpholo-
gie des Mitteldarms, abgelösten und abgerundeten somatischen Muskeln, sowie einem
Defekt in der Augenentwicklung (Brown 1994, Brower et al., 1995).
Bei dem Vergleich dieser Phänotypen mit denen der wech Mutante stellte sich heraus,
dass wech weder einen Defekt in der Kondensation des ventralen Nervensstrangs auf-
weist, noch ein Loch in der Epidermis besitzt. Des Weiteren konnte bei der detaillierten
morphologischen Charakterisierung des Proventrikulus und des Mitteldarms keiner der
für myospheroid beschriebenen Defekte, die sich in einem missgebildeten Proventrikulus
und der Ausbildung von nur zwei gastrischen Caeca anstelle von vier im Wildtyp äu-
ßern (Brown, 1994), beobachtet werden. Die Unterschiede bei den Phänotypen von wech
und myospheroid lassen sich darauf zurückführen, dass Wech in keinem der Gewebe
eine Expression aufweist. So kann Wech zu keinem Zeitpunkt der Embryonalentwick-
lung zum Beispiel in dem sich entwickelnden Proventrikulus nachgewiesen werden, und
auch die Expression von Wech in dem anterioren und posterioren Mitteldarmprimordi-
um ist nur kurz (Stadium 12) im Verlauf der Embryogenese vorhanden. Zusätzlich zu
der nicht vorhandenen Expression von Wech im Proventrikulus findet sich auch keine
Proteinexpression in den Flügelimaginalscheiben. In Übereinstimmung mit der fehlen-
den Expression in den Imaginalscheiben weisen die wech Mutanten auch nicht den für
Integrinmutanten typischen Phänotyp der Blasenbildung innerhalb des Flügels auf. Um
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auszuschließen, dass die nicht nachweisbare Detektion der Wech Expression im Flügel
eventuell auf einer zu geringen Expression, die unterhalb der Nachweisgrenze liegt, zu-
rückzuführen ist, wurden wech-RNAi-Experimente mit verschiedenen Gal4-Treiberlinien
durchgeführt, die entweder ubiquitär in den Flügelimaginalscheiben exprimiert sind, oder
nur in bestimmten Zellen vorkommen (Daten nicht gezeigt). Aber auch bei diesen Ex-
perimenten konnte der für Integrine typische Zelladhäsionsdefekt zwischen den beiden
Flügelepithelien nicht nachgewiesen werden. Daher ist anzunehmen, dass Wech in diesem
Gewebe und dem Darmepithel keine integrin-assoziierte Funktion bei der Entwicklung
dieser Organe erfüllt.
Im Vergleich dazu besitzt die wech Mutante den für Integrine beschriebenen Phänotyp
bezüglich der somatischen Muskulatur, der sich in abgerundeten und von der Epider-
mis abgelösten Muskeln äußert. Vergleichbar mit den myospheroid Mutanten tritt die-
ser Phänotyp erst zu Beginn von Stadium 16 in der Embryonalentwicklung auf, wenn
die somatische Muskulatur vollständig ausgebildet ist und kurze Zeit später die Muskel-
kontraktion einsetzt (Brown, 1994). Aufgrund der Ähnlichkeiten zwischen der Expression
von Wech und βPS, sowie den mutanten Phänotypen von wech und myospheroid im Hin-
blick auf die somatische Muskulatur, ist anzunehmen, dass Wech speziell bei der Aus-
bildung dieser Struktur eine entscheidende Funktion erfüllt, die wiederum mit der von
Integrinen assoziiert ist. Möglicherweise dient Wech dazu, die durch Integrine vermittelte
Zelladhäsion zwischen den Muskeln und der epidermalen Tendonzelle aufrecht zu erhal-
ten und zu verstärken, indemWech über seine Protein-Protein-Interaktionsdomänen wei-
tere Proteine zu den Stellen der integrin-vermittelten Zelladhäsion rekrutiert. Aufgrund
der Vielzahl von integrin-assoziierten Proteinen ist anzunehmen, dass in den Geweben,
in denen Wech nicht exprimiert ist und auch keinen integrin-typischen mutanten Phäno-
typ aufweist, andere Proteine die Funktion von Wech übernehmen. Möglicherweise sind
dies Proteine, die zur Klasse der RBCC-Proteinfamilie gezählt werden, oder Proteine,
die eine NHL-Domäne aufweisen, da die Homologie zwischen diesen Domänen innerhalb
einer Spezies relativ hoch ist (vgl. Abb. 7.5), und sie daher redundante Aufgaben wahr-
nehmen könnten.
Kürzlich konnten O´Farrell et al. (2008) zeigen, dass wech anterior und posterior von
der morphogenetischen Furche, sowie in den neuronalen Photorezeptorzellen der Augen-
imaginalscheibe exprimiert ist. Die ektopische Expression von Wech in den Augenima-
ginalscheiben mit Hilfe des GMR-Gal4 Treibers führt zu einem deutlichen Defekt in den
Augen der adulten Fliege. Dieser äußert sich in vergrößerten und zum Teil überlappen-
den Ommatidien, vergrößerten neuronalen Photorezeptorzellen, sowie einer Reduktion
der Pigmentierung, was darauf hindeutet, dass ebenfalls Pigmentzellen zerstört sind
(O‘Farrell et al., 2008). Analysen von myospheroid Mutanten haben gezeigt, dass βPS-
Integrine bei der Augenentwicklung speziell bei der Organisation der Photorezeptorzellen
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beteiligt sind (Zusman et al., 1990, 1993). Die für myospheroid Mutanten beschriebenen
Phänotypen stimmen teilweise mit denen der ektopischen Wech Expression in den sich
entwicklenden Augen von Drosophila überein. Dies könnte ein erster Hinweis darauf
sein, dass Wech neben seiner integrinabhängigen Funktion in den epidermalen Muskel-
anhaftungsstellen auch eine Funktion bei der Augenentwicklung hat, und diese eventuell
ebenfalls durch die Expression von PS-Integrinen beeinflusst wird. Um die Funktion von
Wech bei der Augenentwicklung näher zu charakterisieren ist es nötig, die wildtypische
Proteinexpression in diesem Gewebe nachzuweisen, und weiterhin den durch Herunter-
regulierung mittels RNAi erzeugten Phänotyp zu analysieren.
Über die Funktion der Wech Orthologen in Vertebraten ist bis heute wenig bekannt.
Erste Untersuchungen von Wech in der Maus zeigen, dass es in den adulten Skelett-
muskeln partiell mit β1-Integrin kolokalisiert (Löer et al., 2008). Vergleichbar mit dem
Verlust von Integrinen in Invertebraten wie Drosophila finden sich eine Vielzahl der be-
obachteten Entwicklungsdefekte bestimmter Gewebe auch bei Mensch und Maus wieder
(DeArcangelis und Georgess-Labouesse, 2000). So führt der Verlust von bestimmten In-
tegrinen in der Maus zum Beispiel zu mesodermalen und vaskulären Defekten (Yang et
al., 1993), Defekten in der Ausbildung der Muskulatur (Muskeldystrophie) (Mayer et al.,
1997), sowie zu einer Reihe von epidermalen Defekten, bei der sich die Epidermis ablöst
und Blasen wirft (Epidermolysis bullosa) (Georges-Labouesse et al., 1996; van der Neut
et al., 1995). Dieser epidermale Defekt ist vergleichbar mit dem Verlust der Integrine
im Flügel von Drosophila, der ebenfalls in der Bildung von Blasen und verminderter
Zelladhäsion zwischen den beiden Flügelschichten resultiert.
Ob die genannten Krankheiten und Defekte nicht nur auf einen Verlust der Integrin-
funktion, sondern möglicherweise auch auf eine veränderte Expression von Wech zu-
rückzuführen sind, bleibt zu zeigen. Aufgrund der primären Funktion von Wech bei der
Ausbildung der epidermalen Muskelanhaftungsstellen in Drosophila und der partiellen
Kolokalisation von Wech mit β1-Integrin in den Skelettmuskeln der adulten Maus ist
davon auszugehen, dass die Funktion von Wech bei Vertebraten, vergleichbar mit der
bei Drosophila, primär auf Muskelgewebe beschränkt ist.
Durch Analysen der PS-Integrinmutanten wurde im Rahmen dieser Arbeit gezeigt, dass
die Integrinrezeptoren für die Lokalisation von Wech in den epidermalen Muskelanhaf-
tungsstellen verantwortlich sind (siehe 4.7.1und 4.7.2). Ob der Rezeptor Wech direkt in
den Adhäsionskomplex rekrutiert, oder ob daran die mit dem Integrinen assoziierten zy-
toplasmatischen Proteine beteiligt sind, ließ sich anhand von weiteren Untersuchungen
bezüglich dieser Proteine zeigen.
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5.6 Wech fungiert als Adapter in dem zytoplasmatischen
Integrin-Komplex
Um ihre adhäsive Funktion erfüllen zu könne, müssen Integrine eine Verbindung mit dem
Aktinzytoskelett eingehen. Diese Verbindung wird in der Regel durch eine Vielzahl von
zytoplasmatischen Proteinen vermittelt, die direkt mit dem Aktinzytoskelett interagie-
ren. Die so hergestellte Interaktion zwischen Integrinen und Aktinzytoskelett resultiert
wiederum in einer Verstärkung der durch Integrine vermittelten Zelladhäsion (Zamir
und Geiger, 2001). Obwohl über 50 integrin-assoziierte Proteine bekannt sind, die die
Ausbildung des Komplexes vermitteln, wurden sowohl in Vertebraten als auch Inverte-
braten die Proteine Talin, ILK und Tensin als Hauptkomponenten identifiziert (Delon
und Brown, 2007). Sie zeigen eine integrin-abhängige Expression und finden sich in den
epidermalen Muskelanhaftungsstellen, den Flügelimaginalscheiben und dem Proventri-
kulus (Brown et al., 2002; Zervas et al., 2001; Torgler et al., 2003). Die durch das Fehlen
dieser Proteine hervorgerufenen Phänotypen zeigen, dass einige der integrin-assoziierten
Proteine für die Bildung und Funktion des Komplexes entscheidender sind als andere.
So ähnelt der talin mutante Phänotyp dem der myospheroid Mutante, wogegen ilk und
auch pinch weitaus schwächere integrin-assoziierte Phänotypen aufweisen (Delon und
Brown, 2007).
Im Rahmen dieser Arbeit wurde die Funktion von Wech im Hinblick auf mögliche Inter-
aktionen zwischen Talin, ILK und Tensin in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle
näher untersucht. Die Analyse der entsprechenden Drosophila-Mutanten zeigte, dass
Talin bei der Lokalisation von Wech in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle eine Rol-
le spielt, und Wech wiederum die Rekrutierung von ILK und Tensin, dessen Lokalisation
ILK-abhängig ist, in den Komplex vermittelt (vgl. 4.7.3). Mittels dieser Experimente war
es nicht möglich eine Aussage darüber zu treffen, ob die Lokalisation von Wech in der
epidermalen Muskelanhaftungsstelle von Talin oder von βPS-Integrin abhängig ist, da
erst durch die Interaktion von Talin mit βPS-Integrin die Integrin-Heterodimere in der
Membran akkumulieren, und auch diese Anreicherung der Integrin-Heterodimere eine
Rekrutierung von Wech in die epidermalen Muskelanhaftungsstellen vermitteln kann.
Daher wurde in weiterführenden biochemischen Experimenten die Interaktion zwischen
Wech und Talin, sowie Wech und ILK näher analysiert. Es zeigte sich, dass Wech mit
Talin über dessen Kopf-Domäne interagiert (siehe Abb. 4.27 und Abb. 4.29). Bei diesen
Experimenten konnte weiter festgestellt werden, dass Wech in der Lage ist, sowohl mit
der N-terminalen BCC-Domäne als auch der C-terminalen NHL-Domäne eine Interakti-
on mit Talin einzugehen. Dabei zeigt die NHL-Domäne eine stärkere Bindung an Talin
als die BCC-Domäne (siehe Abb. 4.29). Die Tatsache, dass die BCC-Domäne von Wech
innerhalb von Drosophila stark konserviert ist, lässt die Vermutung zu, dass auch an-
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dere Proteine der RBCC-Proteinfamilie in der Lage sind mit Talin zu interagieren. Das
vor kurzem neu identifizierte muskelspezifische RBCC-Protein ABBA (Another BBox
Affiliate) beispielsweise verfügt wie Wech über eine C-terminale NHL-Domäne und wird
in den embryonalen und larvalen Muskeln exprimiert ist (O´Farrell et al., 2008). Bioche-
mische Interaktionsstudien müssen noch zeigen, ob ABBA oder andere RBCC-Proteine
in der Lage sind, mit Talin und anderen Komponenten der integrin-vermittelten Zellad-
häsion zu interagieren und, ob RBCC-Proteine eine generelle Funktion bei Zelladhäsi-
onsmechanismen übernehmen können.
Neben der Interaktion mit Talin konnte auch eine Protein-Protein-Interaktion von Wech
mit ILK nachgewiesen werden. In diesem Fall erfolgt die Interaktion der beiden Prote-
ine über die N-terminale BCC-Domäne von Wech mit der C-terminalen Proteinkinase-
Domäne von ILK (siehe Abb. 4.27). Ebenso wie für Talin beschrieben, besteht auch hier
die Möglichkeit, dass ABBA oder andere Drosophila RBCC-Proteine eine Interaktion
mit ILK über die konservierte BCC-Domäne eingehen.
Durch die in dieser Arbeit gewonnenen neuen Erkenntnisse bezüglich der Funktion
von Wech in dem zytoplasmatischen Integrin-assoziierten Komplex in der epiderma-
len Muskelanhaftungsstelle kann das in Abb 5.5 dargestellte Modell formuliert werden.
Wech fungiert als Adapter zwischen dem an Talin gebundenen Integrinrezeptor und
dem zytoplasmatischen ILK-Tensin-Komplex, der wiederum mit dem Aktinzytoskelett
verbunden ist. Somit erfüllt Wech eine entscheidende Funktion bei der Ausbildung des
zytoplasmatischen Integrin-Komplexes und der integrin-vermittelten Zelladhäsion, in-
dem es die Verbindung zwischen ILK und Talin vermittelt.
Abb. 5.5: Modell der Adapterfunktion von Wech in der integrin-vermittelten Zellad-
häsion. Wech verbindet als Adapterprotein über seine Protein-Protein-Interaktionsdomänen den an
Talin gebundenen Intergrinrezeptor mit dem zytoplasmatischen ILK-Tensin-Komplex, der mit dem
Aktinzytoskelett in Verbindung steht. Welche Funktion PINCH in diesem Zusammenhang erfüllt, ist
noch unklar (durch ? gekennzeichnet). Die mit Wech interagierenden Proteine sind hervorgehoben.
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Bis heute war nicht bekannt, wie die Verbindung zwischen Talin und den weiteren Kom-
ponenten des integrin-assoziierten Proteinkomplexes erfolgt. Man hat angenommen, dass
Talin entweder direkt mit dem Aktinzytoskelett interagiert und so weitere Proteine in
den Komplex rekrutiert oder, dass ein Adapterprotein an Talin bindet, das wiederum
mit weiteren Komponenten des Komplexes in Verbindung steht. Mit der Identifizierung
von Wech konnte diese Wissenslücke geschlossen und die Hypothese über die Existenz
eines möglichen Adapterproteins bestätigt werden. Wech fungiert, wie oben schon er-
wähnt, als Adapter zwischen Talin und ILK und bringt so die beiden Komponenten des
integrin-assoziierten Proteinkomplexes zusammen. Diese Funktion scheint aber auf die
epidermale Muskelanhaftungsstelle von Drosophila beschränkt zu sein, da Wech in kei-
nen weiteren Geweben, in denen integrin-vermittelte Zelladhäsion vorkommt, exprimiert
ist. Ob in diesen Geweben ein anderes Protein die Adapterfunktion von Wech übernimmt
oder ein anderer Mechanismus für die Interaktion zwischen Talin/Integrinrezeptor und
dem Aktinzytoskelett greift, bleibt zu zeigen.
Die Rolle von PINCH in diesem Zusammenhang ist unklar. In wech Mutanten zeigt
PINCH keine veränderte Expression innerhalb der epidermalen Muskelanhaftungsstelle,
und ILK ist in pinch Mutanten ebenfalls weiterhin in den epidermalen Muskelanhaftungs-
stellen exprimiert (Clark et al., 2003). Aufgrund dieser Ergebnisse ist anzunehmen, dass
Wech für die Verbindung zwischen Talin und dem ILK enthaltenden Multiproteinkom-
plex benötigt wird. Im Gegensatz dazu übernimmt PINCH möglicherweise eine Funktion
bei der Zusammenlagerung des ILK enthaltenen Multiproteinkomplexes.
Neben den Daten aus der Zellkultur, die zur Formulierung des oben gezeigten Modells
geführt haben (Abb. 5.5), zeigen auch erste Experimente in Drosophila, dass die für die
Interaktionen von Wech mit Talin und ILK wichtigen Domänen, die BCC- und NHL-
Domäne, für die Funktion von Wech in der integrin-vermittelten Zelladhäsion innerhalb
der epidermalen Muskelanhaftungsstellen in vivo essentiell sind. Die Überexpression
der entsprechenden Wech-Deletionskonstrukte mit Hilfe des Gal4-UAS-Systems führt
zu einem dominant-negativem Phänotyp, der dem in den wech Mutanten beschriebenen
Phänotyp von abgerundeten und von der Epidermis abgelösten Muskeln entspricht (siehe
Abb. 4.31). Ebenso zeigen die Deletionsproteine nicht mehr die für Wech beschriebene
basale Lokalisation in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle, sondern sind diffus im
Zytoplasma lokalisiert (siehe Abb. 4.32). Diese zytoplasmatische Lokalisation kann zum
einen auf die erhöhte Proteinkonzentration in der Zelle durch die Überexpression mit
dem Gal4-UAS-System zurückgeführt werden, deutet aber auch darauf hin, dass die für
die Lokalisation von Wech benötigten Interaktionen nicht mehr vermittelt werden kön-
nen sobald eine der Domänen deletiert ist.
Dies ist ein erster Hinweis darauf, dass die für Wech in vitro beschriebene Adapter-
funktion in dem aus Talin und ILK bestehenden Multiproteinkomplex für die integrin-
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vermittelte Zelladhäsion innerhalb der epidermalen Muskelanhaftungsstelle auch in vivo
bei Drosophila essentiell ist.
Erste Untersuchungen bezüglich der Funktion von Wech in Vertebraten haben gezeigt,
dass Wech auch hier in den Muskeln der adulten Maus mit Talin und ILK kolokali-
siert (Löer et al., 2008). Des Weiteren kann bei siRNA-Experimenten mit Wech in ver-
schiedenen humanen Zellkulturlinien eine verminderte Zelladhäsion nachgewiesen wer-
den (R. Bornheim, persönliche Mitteilung). Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass
die Funktion von Wech zwischen Vertebraten und Invertebraten möglicherweise kon-
serviert ist, und Wech auch in diesen Organismen eine Adapterfunktion innerhalb des
integrin-assoziierten Multiproteinkomplexes erfüllt. Aufgrund der Tatsache, dass die Ko-
lokalisation von Wech mit Talin und ILK auch in der Maus ausschließlich auf die Muskeln
beschränkt ist, kann man die Vermutung anstellen, dass die Adapterfunktion von Wech
auch in Vertebraten auf die epidermalen Muskelanhaftungsstellen beschränkt ist.
5.7 Interaktionspartner von Wech bestätigen eine
Funktion in der Muskulatur
Zur Identifizierung von neuen Interaktionspartnern des Drosophila Wech-Proteins wurde
das Cytotrap-System der Firma Stratagene verwendet, eine Variante des neu entwickel-
ten „Ras-Recruitment“-Systems (Broder et al., 1998).
Nach der Durchmusterung der cDNA-Bibliothek wurde eine Reihe unterschiedlicher
potentieller Interaktionspartner von Wech gefunden (siehe 4.9.6). Eine Vielzahl der iden-
tifizierten Interaktionspartner (z.B. eIF4a, eIF5, RpL3 und Calreticulin) sind an grund-
legenden Mechanismen der Zelle wie Transkription, Translation, Zellmetabolismus und
Transport beteiligt.
Darüber hinaus konnten noch weitere Interaktionspartner identifiziert werden, welche
die für Wech postulierte Funktion im Muskel und bei der Zelladhäsion unterstützen. Zu
diesen Interaktionspartnern zählen das Muskelprotein 20 (Mp20), die cAMP-abhängige
Proteinkinase (Pka-C3), sowie β-Spectrin. So ist bekannt, dass die cAMP-abhängige
Proteinkinase neben der Phosphorylierung von bestimmten Aminosäuren auch bei der
Muskelkontraktion eine entscheidende Rolle spielt, indem es die für die Kontraktion er-
forderlichen Nervenimpulse an die Muskulatur weiterleitet (Melendez et al., 1992). Ein
weiterer Interaktionspartner, das Muskelprotein 20 (Mp20) weist ebenfalls auf eine Funk-
tion und Lokalisation von Wech im Muskel hin. Mp20 wird in sämtlichen Muskelgeweben,
mit Ausnahme der asynchronen Flügelmuskulatur, exprimiert (Ayme-Southgate et al.,
1989). Des Weiteren ist es in der Lage mit Aktin eine Verbindung einzugehen und so
bei Zelladhäsionsmechanismen mitzuwirken, die mit denen von Wech vergleichbar sind.
Aufgrund der Tatsache, dass diese Proteine zwischen Vertebraten und Invertebraten
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konserviert sind, und die für Drosophila beschriebenen Funktionen auch für Vertebra-
ten bekannt sind, ist davon auszugehen, dass die genannten Interaktionspartner auch
in Vertebraten mit den wech Orthologen interagieren und an ähnlichen Mechanismen
beteiligt sind.
Ein weiterer interessanter potentieller Interaktionspartner von Wech ist β-Spectrin, das
als strukturelle Komponente des Zytoskeletts Aktin und Mikrotubuli bindet (Thomas
und Kierhart, 1994; Sisson et al., 2000). β-Spectrin ist an einer Vielzahl von Protein-
Protein-Interaktionen in verschiedensten Geweben beteiligt, die zur Umstrukturierung
und Polarisierung des Aktinzytoskeletts beitragen (Bennett und Gilligan, 1993). Es ist
daher wahrscheinlich, dass β-Spectrin bei einem dieser gewebespezifischen Prozesse mit
Wech interagiert, und diese Interaktion so unter anderem zur Restrukturierung des
Aktinzytoskeletts in den Muskeln oder der epidermalen Tendonzelle beiträgt, die wie-
derum für die integrin-vermittelte Zelladhäsion essentiell ist.
In diesem Zusammenhang ist zu erwähnen, dass β-Spectrin apiko-lateral in der Plasma-
membran lokalisiert ist (Sisson et al., 2000). Eine vergleichbare apiko-laterale Lokali-
sation in der Epidermis und dem Hinterdarm ist auch für Innexine, den Gap Junction
bildenden Proteinen von Drosophila melanogaster, beschrieben (Bauer et al., 2004). Die
Innexin-Proteine wiederum spielen eine Rolle bei der Lokalisation des apiko-lateralen
Bazooka-Komplexes (Martini, 2007). Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass Gap
Junction Proteine die Etablierung der zellulären Polarität durch die Positionierung von
Proteinen wie Bazooka oder auch β-Spectrin beeinflussen können.
Wech interagiert sowohl mit β-Spectrin als auch mit dem Gap Junction Protein Innexin3.
Möglicherweise liegen diese Proteine in einem Komplex vor und sind an der Etablierung
der zellulären Polarität in den entsprechenden Geweben beteiligt.
5.8 Wech ist für die Funktion von Innexin3 bei der
integrin-vermittelten Zelladhäsion verantwortlich
Der Wech-Interaktionspartner Innexin3 zeigt eine Expression im Vorder- und Hinter-
darm, im Gehirn und in der Epidermis (Löer, 2003). Weiterhin kann mit dem gegen den
C-Terminus gerichteten Innexin3-Antikörper ein verstärktes Signal in den Segmentgren-
zen der Epidermis, sowie den epidermalen Muskelanhaftungsstellen beobachtet werden
(siehe Abb. 4.38). Innexin3 kolokalisiert mit Wech und den weiteren Komponenten des
integrin-assoziierten Proteinkomplexes nur in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle
(siehe Abb. 4.39 und Abb. 4.40). In Vorder- und Hinterdarm sowie der Epidermis tritt
keine Koexpression auf. Dies ist ein Hinweis darauf, dass die Interaktion von Innexin3 und
Wech vermutlich auf die Struktur der epidermalen Muskelanhaftungsstelle beschränkt
ist, und die Funktion von Innexin3 bei der integrin-vermittelten Zelladhäsion eventuell
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mit der von Wech identisch ist. Die Expression von Innexin3 zeigt in wech Mutanten
keine veränderte Lokalisation im Proventrikulus, Hinterdarm und den Speicheldrüsen.
Dagegen ist in diesen Mutanten kein Innexin3 in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle
vorhanden (siehe Abb. 4.41). Diese Beobachtung lässt den Schluss zu, dass Wech, welches
ausschließlich in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle mit Innexin3 interagiert, mög-
licherweise für dessen Rekrutierung in den integrin-vermittelten Zelladhäsionskomplex
verantwortlich ist. Ob in diesem Zusammenhang die von Wech abhängige Lokalisation
von ILK und Tensin eine Rolle bei der Innexin3-Expression in der epidermalen Muskel-
anhaftungsstelle spielt, muss durch weitere Mutantenanalysen gezeigt werden.
Dass Innexin3 wie Wech eine Funktion bei der Zelladhäsion in den epidermalen Muskel-
anhaftungsstellen erfüllt, zeigen RNAi-Experimente in der Tendonzelle. Die beobachte-
ten Muskeldefekte waren mit denen von wech Mutanten vergleichbar. Jedoch waren sie
nicht so stark ausgeprägt und traten erst ab Stadium 17 auf. Der schwächere und später
auftretende Muskelphänotyp, der mit dem von ilk Mutanten vergleichbar ist, unterstützt
die These, dass Wech für die Lokalisation von Innexin3 benötigt wird.
Ob neben Innexin3 weitere Innexine in die integrin-vermittelte Zelladhäsion involviert
sind, ist unbekannt. Ein möglicher Kandidat ist Innexin2, das wie Innexin3 vermehrt
in den Segmentgrenzen des sich entwickelnden Embryos exprimiert ist und direkt mit
Innexin3 interagiert (Lehmann et al., 2006). Eine Expression von Innexin2 in den epi-
dermalen Muskelanhaftungsstellen konnte allerdings mit den vorhandenen anti-Innexin2-
Antikörpern bis jetzt nicht nachgewiesen werden; und erste RNAi-Experimente in der
Tendonzelle zeigen keine abgerundeten und abgelösten Muskeln. Da gezeigt wurde, dass
die Innexine 2 und 3 von Drosophila heteromere Kanäle bilden, und bis jetzt nicht
bekannt ist, dass Innexin3 in der Lage ist homomere Kanäle zu bilden, könnten die Er-
gebnisse darauf hindeuten, dass Innexin3 homomere Kanäle bildet. Darüber hinaus sind
die Ergebnisse ein erster Hinweis für die Funktion eines Gap Junction Proteins bei der
integrin-vermittelten Zelladhäsion.
5.9 Innexine werden für die Spezifizierung der
embryonalen Segmentgrenzen von Drosophila
melanogaster benötigt
Da die Expression von Innexin3 schon vor der Spezifizierung der Tendonzelle in den
Segmentgrenzen von Drosophila beobachtet werden konnte, wurde die Funktion von In-
nexin3 und des kolokalisierten Innexin2 bei der Ausbildung der Segmentgrenzen näher
analysiert.
Die Bildung und Aufrechterhaltung der Segmentgrenzen erfordert die kontinuierliche
Expression von Engrailed, Hedgehog und Wingless (siehe 4.11), deren Expression einem
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„Feedback Loop“ unterliegt (Larsen et al., 2003).
Die Analyse der Proteinexpressionsmuster von Innexin 2 und 3 zeigte, dass diese in den
Segmentgrenzen lokalisiert sind, und sich die Expression auf die posteriore Engrailed ex-
primierende Zelle sowie die drei angrenzenden posterioren Zellen beschränkt. (vgl. 4.49
und 4.50). Diese distinkte Expression von Innexin in den Segmentgrenzen zeigt Par-
allelen zu der kürzlich identifizierten Regulation von Innexin2 und Hedgehog bei der
Bildung des Proventrikulus (Lechner et al., 2007). Bei den Untersuchungen bezüglich
der Musterbildung des Proventrikulus stellte sich heraus, dass hedgehog und wingless
die Gap-Junction-vermittelte Kommunikation transkriptionell durch Aktivierung von
innexin2 regulieren; innexin2 wird aber auch gleichzeitig für die Transkription der Gene
hedgehog und wingless benötigt, so dass ein positiver „Feedback-Loop“ zwischen die-
sen Faktoren besteht (Lechner et al., 2007). Die Charakterisierung der Mutanten von
hedgehog und wingless, bei denen die Ausbildung der Segmentgrenzen gestört ist, zei-
gen einen Verlust der epidermalen Innexin3-Expression im Bereich der Segmentgrenzen
(siehe 4.46). Dies ist ein erster Hinweis darauf, dass Innexine auch in der Epidermis
von hedgehog transkriptionell reguliert werden könnten. Diese Ergebnisse stimmten mit
denen von engrailed Mutanten überein, bei denen ebenfalls keine Segmentgrenzen mehr
ausgebildet sind. Der Verlust von Innexin3 in diesem Bereich kann somit eventuell auf
die fehlende hedgehog Expression in den Mutanten zurückgeführt werden (siehe 4.48).
Einen weiteren Hinweis, dass ähnlich wie im Proventrikulus gezeigt, ein „Feedback-Loop“
zwischen Innexinen und hedgehog an den Segmentgrenzen existiert, liefert die Analyse
der wingless Mutanten. In diesen Mutanten wird die Expression von hedgehog anterior
nicht reprimiert, so dass in diesem Bereich eine zusätzliche Segmenteinbuchtung auf-
tritt. Diese durch hedgehog induzierte Segmenteinbuchtung weist innexin3 Expression
auf (siehe 4.47) und ist ein Indiz für die transkriptionelle Regulation von Innexinen
durch hedgehog. Allerdings konnte bis jetzt noch nicht gezeigt werden, dass in dieser
ektopischen Segmenteinbuchtung auch hedgehog Expression vorliegt.
Neben der Charakterisierung der engrailed, hedgehog und wingless Mutanten wurden
auch die durch innexin3-RNAi-Expression bzw. die durch Überexpression von Innexin3
im Bereich der Segmentgrenzen hervorgerufenen epidermalen Phänotypen analysiert.
Hierbei zeigte sich, dass der Verlust von innexin3 ebenfalls einen Wegfall der Segment-
grenzen zur Folge hat. Im Vergleich dazu führt die ektopische Expression von Innexin3 in
der Epidermis in diesem Bereich zu zusätzlichen Einbuchtungen. Ob in diesen Mutanten
auch die Expression von hedgehog, wingless oder engrailed verändert ist, müssen weitere
Analysen zeigen. Sollte dies der Fall sein, würde sich der für den Proventrikulus postu-
lierte Mechanismus der transkriptionellen Regulation von Innexinen durch hedgehog, die





Die Verbindung der Muskeln mit dem Exoskelett wird in Drosophila durch die Tendon-
zelle vermittelt. Die dabei entstehende Struktur bezeichnet man als epidermale Muskel-
anhaftungsstelle. Für die endgültige und dauerhafte Anheftung der Muskeln an die
Tendonzelle werden Zelladhäsionsmoleküle benötigt. In diesem Fall wird die Zelladhäsion
durch Integrinrezeptoren vermittelt, die sich als Heterodimer aus einer α- und einer β-
Untereinheit zusammensetzen. Damit die Muskelkraft optimal auf das Exoskelett über-
tragen werden kann, ist neben der Verbindung der Integrinrezeptoren mit der Extra-
zellulären Matrix auch eine Verbindung mit dem Aktinzytoskelett entscheidend. Diese
Verbindung wird über den sogenannten integrin-assoziierten Proteinkomplex vermittelt,
deren Hauptkomponenten die zytoplasmatischen Proteine Talin, ILK und Tensin sind.
Über die genaue Rekrutierung und Zusammenlagerung der integrin-assoziierten Proteine
ist bisher wenig bekannt.
Die vorliegende Arbeit befasste sich mit der molekularen und funktionalen Charakte-
risierung einer durch P-Element Mobilisierung erzeugten Mutante des Drosophila wech
Gens. Der Phänotyp der homozygot letalen Individuen zeichnete sich durch abgerundete
und von der Epidermis abgelöste Muskeln aus, und entspricht damit dem für Integrinmu-
tanten beschriebenen Phänotyp (Brown, 1994). Antikörperfärbungen zeigten, dass Wech
in der epidermalen Muskelanhaftungsstelle exprimiert ist. Aufgrund der Expression und
des mutanten Phänotyps, der mit dem von Integrinmutanten vergleichbar ist, wurde
die Funktion von Wech bei der integrin-vermittelten Zelladhäsion untersucht. Durch
Funktionsverlustexperimente, die wech, βPS-integrin, sowie die Hauptkomponenten des
integrin-assoziierten Proteinkomplexes betrafen, konnte gezeigt werden, dass Wech als
Adapter in dem integrin-assoziierten Proteinkomplex fungiert und über direkte Inter-
aktionen zwischen Talin und ILK/Tensin an dem Aufbau des Multiproteinkomplexes
beteiligt ist. Damit konnte in dieser Arbeit erstmals ein Modell entwickelt werden, in
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dem ein Adapterprotein (Wech) für die Rekrutierung von ILK/Tensin an das an den
Integrinrezeptor gebundene Talin benötig wird.
Zur weiteren Charakterisierung des Wech Proteins wurde die C-terminale NHL-Domäne
des Wech Proteins in das „Ras-Recruitment„-System als Köderprotein eingesetzt. Die
identifizierten Interaktionspartner bestätigen die für Wech postulierte Funktion als Ad-
apterprotein in den Muskeln und seine Rolle bei Zelladhäsionsmechanismen.
Weiterhin konnte in dieser Arbeit, neben der funktionalen Analyse des neu identifizier-
ten wech Genlokus, die Funktion seines Interaktionspartners Innexin3 in der Epidermis
gezeigt werden. Es bestätigte sich, dass Innexin3-Expression in der epidermalen Ten-
donzelle vorhanden ist und RNAi-Experimente in dieser Zelle zu einem mit der wech
Mutante vergleichbaren Adhäsionsdefekt führen. Des Weiteren war eine frühere Innexin3-
Expression in den Segmentgrenzen zu beobachten. Durch Funktionsverlust- und Über-
expressionsexperimente konnte gezeigt werden, dass Innexine für die Ausbildung der
Segmentgrenzen essentiell sind, und ihre transkripitonelle Regulation wahrscheinlich von




7.1 Die somatische Muskulatur von Drosophila
melanogaster
Die Nomenklatur der Muskeln beruht auf deren individueller Lage und Ausrichtung im
Embryo (Bate, 1993). Darüber hinaus unterscheidet man weiter in dorsale, laterale und
ventrale Muskeln und je nach Ausrichtung in „oblique“ Muskeln (von anterior-dorsal
nach posterior-ventral) und in „ acute“ Muskeln (von anterior-ventral nach posterior-
dorsal. Des Weiteren unterschiedet man in longitudinale Muskeln, die von anterior nach
posterior verlaufen, während die transversalen Muskeln von dorsal nach ventral verlaufen.
Abb. 7.1: Schematische Darstellung der somatischen Muskulatur von Drosophila melanogaster.
Dargestellt sind die verschiedenen Muskellagen der somatischen Muskulatur der Abdominalsegmente A2
bis A7. DO = dorsal-oblique; LO = lateral-oblique; VO = ventral-oblique; DA = dorsal-acute; VA
= ventral-acute; LL = lateral-longitudinal; VL = ventral-longitudinal; DT = dorsal-transversal; LT =
lateral-transversal; SBM = Segmentgrenzen-Muskel.
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7.2 Embryonalentwicklung von Drosophila melanogaster
Abb. 7.2: Schematische Darstellung der Embryonalentwicklung von Drosophila melanogaster
(nach “Atlas of Drosophila development“, Cold Spring Habour Press, 1993). Stadium 5: Zellulä-
res Blastoderm. Stadium 6: Invagination der Ventralfurche zu Beginn der Gastrulation. Stadium 7:
Vollendung der Gastrulation. Invagination von anterioren und posterioren Primordien des Intestinaltrak-
tes. Stadium 8: Ausdehnung des Keimstreifens. Stadium 10: Invagination des Stomodäums. Stadium
11: Die epidermale Segmentierung wird sichtbar. Die Darmprimordien vergrößern sich. Stadium 12:
Verkürzung des Keimstreifens. Anteriore und posteriore Mitteldarmprimordien wandern entlang des
angrenzenden viszeralen Mesoderms und fusionieren. Vergrößerung der Anlagen für die Malphigischen
Gefäße. Stadium 14: Beginnende Kopfinvolution. Stadium 15: Mitteldarm und Epidermis schließen
sich dorsal. Stadium 16: Die drei Mitteldarmkonstriktionen werden angelegt. Beginnende Einfaltung
der Proventrikulus-Epithelien. Stadium 17: Vollendung der Konstriktionen und der Proventrikulus-
Morphogenese. St. = Stadium; G = Gehirn; Ks = Keimstreifen; Md = Mitteldarm; Ms = Mesoderm;
MT = Malphigische Gefäße; pMd = posteriorer Mitteldarm; Pv = Proventrikulus; Pz = Polzellen;
Sd = Speicheldrüsen; Sm = Stomodäum; Vd = Vorderdarm; Vf = Ventralfurche; vNb = ventrale
Neuroblasten; vNS = ventrales Nervensystem.
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7.3 Nukleotid- und abgeleitete Aminosäuresequenz von
wech
Abb. 7.3: Nukleotid- und abgeleitete Aminosäuresequenz von wech. Die Konsensussequenz
für den Translationsstart ist grün markiert. Start- und Stopcodon sind fettgedruckt und rot. N-
Glykosylierungen und Phosphorylierungen sind in türkis bzw. gelb dargestellt. Die beiden alternativ
verwendeten Polyadenylierungsstellen sind blau markiert.
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7.4 Sequenzvergleich der Wech Orthologen
Abb. 7.4: Sequenzvergleich der Drosophila Wech Ortholgen. Dargestellt sind die Sequenzen der
Wech Orthologen aus Mus musculus, Homo sapiens, C. elegans und D. melanogaster. Identische Amino-
säuren sind in grau, konservierte in pink dargestellt. Die charakteristischen Domänen sind entsprechend
der Legende gekennzeichnet.
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7.5 Sequenzvergleich der Drosophila NHL-Proteine
Abb. 7.5: Vergleich der Aminosäuresequenzen der Drosophila NHL-Domänen Proteine. Darge-
stellt sind die Sequenzen der NHL-Domänen Proteine Wech, Brat und Mei-P26 von Drosophila melano-
gaster. Identische Aminosäuren sind in grau, konservierte in türkis dargestellt. Die charakteristischen
Domänen sind entsprechend der Legende gekennzeichnet.
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7.6 Kreuzungsschema zur Generierung von
wech-Mutanten
Abb. 7.6: Kreuzungsschema zur Generierung von wech Mutanten durch P-Element Mobilisie-
rung. Dargestellt sind jeweils die in jeder Generation zu kreuzenden Genotypen. Links sind die Weibchen,
rechts die Männchen abgebildet.
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Abb. 7.7: Spezifitätstest des anti-Inx3 C-terminalen-Antikörpers. Der Immunoblot aus Protein-
extrakten von Bakterien, in denen unterschiedliche Innexin3-Domänen zur Expression induziert worden
waren, wurde mit dem anti-Inx3 Antikörper, der gegen den C-Terminus gerichtet ist, inkubiert. Das
Resultat zeigt, dass nur im Fall des kompletten Inx3-Proteins, sowie der C-terminalen Domäne ein Si-
gnal nachgewiesen werden kann (durch Pfeile gekennzeichnet). GST = GST-Protein; GST-Inx3-NT
= Expression des N-Terminus des Innexin3 Proteins fusioniert an das GST Protein; GST-Inx3-CS =
Expression der zytoplasmatischen Schleife des Innexin3 Proteins fusioniert an das GST Protein; GST-
Inx3-CT= Expression des C-Terminus des Innexin3 Proteins fusioniert an das GST Protein;GST-Inx3
= Expression des Innexin3 Proteins fusioniert an das GST Protein.
7.8 Funktionalität der RNAi-inx3-Konstrukte
Abb. 7.8: Funktionsanalyse der RNAi-inx3-Konstrukte. Die induzierbaren RNAi-inx3 Konstrukte
wurden mit dem paired-Gal4 Treiber gekreuzt und der Effekt der Herunterregulierung in diesen Funkti-
onsverlustmutanten auf mRNA-Ebene analysiert. Im Vergleich zum Wildtyp (A), bei dem jedes Segment
inx3 Expression aufweist (Pfeile), zeigen die Funktionsverlustmutanten (B), dass die inx3 Expression in
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